Studien zur Beladungskapazität kolloidaler Formulierungen by Holzschuh, Stephan
Studien zur Beladungskapazität  
kolloidaler Formulierungen 
Dissertation 
zur Erlangung des akademischen Grades  
„doctor rerum naturalium“ (Dr. rer. nat.) 
vorgelegt dem Rat der Biologisch-Pharmazeutischen Fakultät 
der Friedrich-Schiller-Universität Jena 
von Apotheker Dipl. Pharm. Stephan Holzschuh 
geboren am 24.12.1986 in Erfurt 
Gutachter:
1. Prof. em. Dr. Alfred Fahr    Friedrich-Schiller-Universität Jena 
2. Prof. Dr. Judith Kuntsche   Syddansk Universitet Odense, Dänemark 
3. Prof. em. Dr. Gerrit L. Scherphof  Rijksuniversiteit Groningen, Niederlande 
Tag der öffentlichen Verteidigung:    11. November 2016 
Für Anita und meine Familie
Danksagung 
Die vorliegende Arbeit wurde unter der Leitung von Herrn Prof. Alfred Fahr angefertigt. Ihm 
gebührt mein aufrichtiger Dank für die akademische, finanzielle und universitätspolitische 
Unterstützung, das gezeigte Vertrauen, die gewährten wissenschaftlichen Freiheiten sowie die 
gebotenen Möglichkeiten der Weiterbildung im In- und Ausland. 
Frau Prof. Judith Kuntsche von der Syddansk Universitet in Odense, Dänemark danke ich für 
die aufschlussreichen wissenschaftlichen Diskussionen in den vergangen Jahren sowie den 
Forschungsaufenthalt in Odense. Herrn Prof. Sylvio May und Guilherme Volpe Bossa von der 
North Dakota State University, USA danke ich für die mathematisch-physikalische 
Unterstützung bei den theoretischen Betrachtungen der erhobenen Daten. 
Ferner möchte ich mich bei meinen Damen aus der „Plasmagruppe“ – Frau Dr. Christiane 
Decker und Frau Kathrin Kaeß – für die hervorragende Kommunikation, die vielen Anregungen 
und die geleistete Unterstützung bei den Versuchen, der anschließenden Dateninterpretation 
und -veröffentlichung bedanken. In diesem Zusammenhang sei auch dem Phospholipid 
Research Center für die finanzielle Unterstützung unseres Projektes und Herrn Prof. Ulrich S. 
Schubert sowie seinem Arbeitskreis – im Speziellen meinen AF4-Mitstreitern Dr. Esra Altuntaú
und Dr. Michael Wagner – für die Möglichkeit gedankt, diese Untersuchungen durchzuführen. 
Ein besonderer Dank gilt meinen Bürokollegen Dr. Ronny Rüger und Markus Rabenhold für 
die höchst relevanten Diskussionen theoretischer und praktischer, wissenschaftlicher, aber 
auch alltäglicher Art, ihre Hilfsbereitschaft und die gemeinsamen Stunden abseits der Arbeit. 
Gleichzeitig möchte ich mich bei ehemaligen Kolleginnen und Kollegen am Lehrstuhl für 
pharmazeutische Technologie für die angenehme Arbeitsatmosphäre, die geleistete 
Unterstützung und die vielen schönen Momente innerhalb und außerhalb des Instituts danken. 
Yvette Pötzinger danke ich zusätzlich insbesondere für die gemeinsamen und unterhaltsamen 
Praktika und Zugfahrten, ihr allzeit kritisches Auge und ihre offenen Ohren für Probleme aller 
Art.
Es sei aber auch meinen Freunden, derzeitigen Kollegen und allen weiteren Personen 
gedankt, die mich in den letzten Jahren unterstützt haben und mich in den letzten Monaten 
nahezu täglich daran erinnerten, welche Aufgaben mich daheim noch erwarten, um diese 
Arbeit in einer angemessenen Zeit abzuschließen. 
Es tut mir aufrichtig leid, wenn ich an dieser Stelle jemanden vergessen habe, der sich einen 
Platz hier verdient hat. Aber mein letzter Dank gilt meiner Familie und Anita. Eure grenzenlose 
Unterstützung in den vergangenen Jahren bzw. Jahrzehnten hat maßgeblich dazu 
beigetragen, dass ich diesen Weg gegangen bin und (hoffentlich) erfolgreich gemeistert habe. 
„So eine Arbeit wird eigentlich nie fertig,  
man muß sie für fertig erklären,
wenn man nach Zeit und Umständen das möglichste getan hat.“ 








1 Einleitung .................................................................................................................. 1
1.1 Schwerlösliche Arzneistoffe ....................................................................................... 1
1.2 Liposomen .................................................................................................................. 2
1.2.1 Definition ................................................................................................................ 2
1.2.2 Liposomen als Trägersysteme in der Pharmazie .................................................. 4
1.2.3 Grundlagen des in vivo Verhaltens von Liposomen .............................................. 6
1.2.4 Möglichkeiten der Modifikation der Formulierung .................................................. 8
1.3 Temoporfin ............................................................................................................... 14
1.3.1 Photodynamische Therapie (PDT) ...................................................................... 15
1.3.2 Physikochemische Eigenschaften ....................................................................... 16
1.3.3 Pharmakokinetische Untersuchungen ................................................................. 16
1.4 In vitro-Modelle zur Abschätzung der in vivo-Pharmakokinetik liposomaler 
Formulierungen ........................................................................................................ 17
1.4.1 Membranaffinität .................................................................................................. 18
1.4.2 Transfer zwischen Modellmembranen ................................................................. 18
1.4.3 Transfer an endogene Membranen ..................................................................... 19
1.4.4 Asymmetrische Fluss Feld-Fluss Fraktionierung ................................................. 21
1.4.5 Langmuir-Filmwaage ........................................................................................... 24
1.5 Problem- und Zielstellung der Arbeit ........................................................................ 26
2 Veröffentlichungen ................................................................................................. 28
2.1 Übersicht zu den Veröffentlichungen ....................................................................... 28
2.1.1 Veröffentlichung 1 ................................................................................................ 28
2.1.2 Veröffentlichung 2 ................................................................................................ 29
2.1.3 Veröffentlichung 3 ................................................................................................ 30
2.2 Veröffentlichung 1 .................................................................................................... 31
2.3 Veröffentlichung 2 .................................................................................................... 58
2.4 Veröffentlichung 3 .................................................................................................... 91
Inhaltsverzeichnis 
II
3 Unveröffentlichte Daten ....................................................................................... 136
3.1 Motivation ............................................................................................................... 136
3.2 Materialien und Methoden ...................................................................................... 136
3.2.1 Chemikalien ....................................................................................................... 136
3.2.2 Herstellung der Liposomen ................................................................................ 137
3.2.3 Gehaltsbestimmung ........................................................................................... 137
3.2.4 Flüssigszintillationszählung ............................................................................... 138
3.2.5 Photonenkorrelationsspektroskopie ................................................................... 139
3.2.6 Weiterführende Untersuchungen an der AF4 .................................................... 139
3.3 Ergebnisse und Diskussion der weitergehenden Untersuchungen des Verhaltens 
lipophiler liposomaler APIs in humanem Plasma ................................................... 142
3.3.1 Charakterisierung der Formulierungen .............................................................. 142
3.3.2 Transferuntersuchungen in humanem Plasma .................................................. 144
3.4 Ergebnisse und Diskussion der Untersuchungen an der Langmuir-Filmwaage ..... 145
3.4.1 Einfluss von mTHPC auf die Eigenschaften von PC-Monoschichten ................ 146
3.4.2 Transferverhalten lipophiler Modellsubstanzen an Monoschichten ................... 149
4 Abschlussdiskussion .......................................................................................... 157
4.1 In vitro-Untersuchungen zum Verhalten liposomaler Formulierungen in humanem 
Plasma ................................................................................................................... 158
4.2 In vitro-Verhalten von mTHPC-Liposomen in Plasma ............................................ 163
4.2.1 Einbau von mTHPC in den Bilayer .................................................................... 163
4.2.2 Einfluss der Formulierung auf die in vitro-Stabilität und Wirkstofffreisetzung .... 165
4.2.3 Zusammenfassung ............................................................................................ 169
4.3 Ausblick .................................................................................................................. 171
5 Zusammenfassung ............................................................................................... 173






Abbildung 1:  Chemisches Grundgerüst eines Phosphoglycerids und Sphingolipids sowie 
eine schematische Darstellung des Querschnitts eines unilamellaren 
Liposom ........................................................................................................ 3
Abbildung 2:  Möglichkeiten der Modifikationen der Formulierung, die einen Einfluss auf 
das in vivo-Verhalten der Liposomen haben können. .................................. 9
Abbildung 3:  Prinzip der photodynamischen Therapie und der möglichen Reaktionstypen. 
In beiden Fällen kommt es zur Ausbildung oxidativer Produkte, die im 
Folgenden das Gewebe direkt zerstören können, das Tumorgefäßsystem 
schädigen oder eine Immunreaktion gegen die Tumorzellen hervorrufen. 
Modifiziert nach Dolmans et al. (Dolmans et al. 2003). .............................. 15
Abbildung 4:  Chemische Struktur von mTHPC. .............................................................. 16
Abbildung 5:  Mögliche Transfermechanismen eines lipophilen Wirkstoffes aus Liposomen 
in humanem Plasma. Plasmaproteine (stellvertretend ist Albumin dargestellt) 
und Lipoproteine stellen mögliche Akzeptoren dar. .................................... 20
Abbildung 6: Schematischer Querschnitt durch einen AF4-Kanal, der das Trennprinzip 
verdeutlicht. Nach der Elution kann eine Detektion über verschiedene 
Detektorsysteme erfolgen. .......................................................................... 22
Abbildung 7: Schematischer Aufbau einer Langmuir-Filmwaage, in der ein Phospholipid-
Monolayer auf einer wässrigen Phase aufgetragen wurde. Über bewegliche 
Barrieren lässt sich der Film komprimieren oder expandieren. Die Messung 
der Oberflächenspannung erfolgt mithilfe einer Wilhelmy-Waage (z.B. 
Filterpapier). ............................................................................................... 24
Abbildung 8: Beispiel einer ʌ-A-Isotherme eines Phospholipidmonolayers sowie die 
einzelnen Zustände / Phasen, die er während der Kompression besitzen 
kann. Auf der rechten Seite ist die Packung der Lipide in den einzelnen 
Phasen schematisch dargestellt. Abbildung modifiziert nach Mogghadam et 
al. (Moghaddam et al. 2011). ...................................................................... 25
Abbildung 9: Isothermen für (A) reine DPPC-, POPC- und mTHPC-Filme, (B) DPPC / 
mTHPC-Gemische und (C) POPC / mTHPC-Gemische in jeweils 
unterschiedlichen molaren Verhältnissen von 1:0 bis 0:1. Gereinigtes 
Wasser stellte die Subphase dar. Die dazugehörigen Daten sind in Tabelle 
5 dargestellt. ............................................................................................. 146
Abbildungsverzeichnis
IV
Abbildung 10: Transferverhalten von Curcumin aus DPPC/DPPG-Liposomen (9:1 (m/m)) 
an einen POPC-Film bei ʌ = 25 mN/m. Dargestellt ist der Einfluss des 
Liposomen/POPC-Verhältnisses. Der Film enthielt ca. 6x10-9 mol POPC. Die 
Kurven entsprechen dem relativen Flächenzuwachs der Monoschicht über 
die Zeit nach Zugabe unterschiedlicher Stoffmengen an liposomalen Lipid in 
die Subphase. Dargestellt sind die entsprechenden Mittelwerte für jeweils 
mindestens drei unabhängige Experimente. Die Kurven wurden mithilfe einer 
einfachen exponentiellen Funktion extrapoliert. Die dazugehörigen Daten 
befinden sich in Tabelle 7A (n  3). .......................................................... 151
Abbildung 11: Maximaler relativer Flächenzuwachs eines POPC-Monolayers bei 
verschiedenen ʌ nach Zugabe konstanter Mengen an DPPC/DPPG-
Liposomen (9:1 (m/m)) mit einer Beladung von 8 mol% Curcumin in die 
Subphase. Die Daten entsprechen dem Mittelwert aus mindestens drei 
unabhängig durchgeführten Experimenten. Die dazugehörigen Daten 




Tabelle 1:  Übersicht über liposomale Marktprodukte und deren Zusammensetzung 
(Auszug). Modifiziert nach Allen und Cullis, ergänzt durch Daten aus 
PharmaCircle (Allen und Cullis 2013, PharmaCircle LLC 2016). ................. 5
Tabelle 2:  Bestimmung der Einschlusseffizienz (EE) mittels HPLC. (I) Methode und (II) 
die entsprechenden Detektionswellenlängen. .......................................... 138
Tabelle 3:  Auftrennung des Plasma-Liposomen-Gemisches mittels AF4. ................ 139
Tabelle 4:  Zusammensetzung, Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung (PDI) der 
untersuchten Formulierungen sowie die Einschlusseffizienz (EE) der 
jeweiligen Arzneistoffe in den Bilayer und die Wiederfindungen (WF) nach 
Auftrennung mithilfe der AF4. Die Formulierungen wurden in 5 %iger (m/V) 
Glukoselösung hergestellt. ....................................................................... 142
Tabelle 5:  Kollapsdrücke und Flächen pro Molekül für die aufgenommen Langmuir-
Isothermen verschieden zusammengesetzter Monoschichten. Flächen pro 
Molekül wurden durch Extrapolation der linearen Teile der Isothermen 
berechnet. ǻADiff gibt die berechnete Abweichung vom theoretischen Wert 
an, der sich aus der prozentualen Zusammensetzung und den jeweiligen 
Einzelflächen der Komponenten ergibt. .................................................... 147
Tabelle 6:  Zusammensetzung, Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung (PDI) der 
am Langmuir-Trog untersuchten Formulierungen sowie die 
Einschlusseffizienz (EE) der jeweiligen Arzneistoffe in den Bilayer. Die 
Liposomen wurden in Reinstwasser hergestellt. ...................................... 150
Tabelle 7: Transfereigenschaften verschiedener Substanzen aus liposomalen 
Doppelschichten an eine POPC-Monoschicht. Dabei wurde der Einfluss des 
(A) Donor-Akzeptor-Verhältnisses, (B) der Lipidzusammensetzung und 
Beladung der liposomalen Formulierung mit Curcumin als Modellsubstanz 
und (C) der Oberflächenspannung der Monoschicht untersucht. Zusätzlich 
wurde (D) das Transferverhalten für verschiedene lipophile 
Modellsubstanzen aus DPPC/DPPG Liposomen bestimmt. Die Subphase, in 
welche die Liposomen injiziert wurden, bestand dabei aus gereinigtem 
Wasser und wurde kontinuierlich gerührt. Der Monolayer bestand aus ca. 




A    Fläche 
ABC    Beschleunigte Clearance aus dem Blut 
    (accelerated blood clearance) 
AF4    Asymmetrische Feld Fluss-Feld Fraktionierung 
    (asymmetric flow field-flow fractionation) 
API Arzneistoff 
(active pharmaceutic ingredient) 
BCS Biopharmazeutisches Klassifizierungssystem 
(biopharmaceutical classification system) 
ca.    zirka 
Ca2+    Calcium-Ionen 
CARPA Komplement-aktivierte Pseudoallergie 
(C-activation related pseudoallergy) 
CETP    Cholesterolester-Transferprotein 
COE    Cholesteryloleylether 
CRS    Chemische Referenzsubstanz 
DAD    Diodenarray-Detektor 
DLS    Dynamische Lichtstreuung 
    (dynamic light scattering) 
DSC    Dynamische Differenzkalorimetrie 
    (differential scanning calorimetry) 
EE    Einschlusseffizienz 
ESR Elektronenspinresonanz 
(electron paramagnetic resonance = EPR)  
FDA  Behörde für Lebens- und Arzneimittel der USA 
(Food and Drug Administration) 
FPLC    Fast Protein Liquid Chromatography 
ggf.    gegebenenfalls 
GPC    Gelpermeationschromatographie 
HDL    High-Density-Lipoprotein 
HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 
(high performance liquid chromatography) 
IAM immobilisierte artifizielle Membranen 
    (immobilized artificial membranes) 
LCAT    Lecithin-Cholesterol-Acyltransferase 
Abkürzungen 
VII
LDL    Low-Density-Lipoprotein 
LEKC    Liposomen-elektrokinetische Chromatographie 
    (liposome electrokinetic chromatography) 
LSC    Flüssigszintiallationszählung 
    (liquid scintillation counting) 
LUV    große unilamellare Vesikel 
    (large unilamellar vesicles) 
MLV    multilamellare Vesikel 
    (multilamellar vesicles) 
Mn2+    Mangan-Ionen 
MPS    Mononukleäres Phagozytensystem 
mTHPC   Temoporfin 
    (Meso-tetrahydroxyphenylchlorin)
NCE neue chemische Substanz 
(New Chemical Entity) 
NTA    Nanotracking Analysis 
o.g.    oben genannt(e) 
OLV    oligolamellare Vesikel 
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PDT   Photodynamische Therapie
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(Refractive Index) 
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¨A [%]    Flächenänderung in Prozent 
¨ADiff [%]   Abweichung der Flächenänderung vom berechneten Wert 
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d    Durchmesser 
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n    Anzahl 
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Lipide 
DEPC    1,2-Dierucoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DMPC    1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
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DOTAP   1,2-Dioleoyl-3-trimethylammonium-propan (Chloridsalz) 
DSPC    1,2-Distearoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 





DSPG    1,2-Distearoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol (Natriumsalz) 
EPC    Ei-Phosphatidylcholin 
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POPC    1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
POPG    1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol




1.1 Schwerlösliche Arzneistoffe 
Die Entwicklung neuer Medikamente ist zeitaufwendig und kostenintensiv. Moderne Methoden 
der Wirkstoffentwicklung – wie z.B. High-Throughput-Screening, Struktur-Wirkungs-Analyse 
oder virtuelle Modellierung – stellen eine Möglichkeit dar, diesen Prozess in der frühen 
Entwicklungsphase zu optimieren. Die resultierenden Substanzen zeigen anschließend in in
vitro Modellen häufig eine überlegene Pharmakodynamik.  
Allerdings weist ein großer Teil dieser Wirkstoffe problematische physikochemische 
Eigenschaften – z.B. eine eingeschränkte Löslichkeit – auf, die den Formulierungsentwickler 
vor eine Herausforderung stellen. In der Literatur wird berichtet, dass 40 % der zugelassenen 
Wirkstoffe und 90 % der chemischen Entwicklungskandidaten schwer löslich sind und den 
Klassen II und IV des Biopharmazeutischen Klassifizierungssystems (BCS) zugeordnet 
werden müssen (Amidon et al. 1995, Dahan et al. 2009, Loftsson und Brewster 2010). 
Im Falle einer oralen Darreichungsform stellt die Löslichkeit des Wirkstoffs neben dem 
Permeationsvermögen den wichtigsten Faktor für die Absorption im Gastrointestinaltrakt dar. 
Aus diesem Grund spielen die Optimierung der Auflösungsgeschwindigkeit und Löslichkeit in 
der Formulierungsentwicklung eine entscheidende Rolle. Hierfür stehen verschiedene 
Technologien – z.B. Reduktion der Partikelgröße oder Tabletten mit modifizierter 
Wirkstofffreisetzung – zur Verfügung (Rao et al. 2001, Savjani et al. 2012). 
Sollten diese Optionen nicht zum gewünschten Erfolg führen, besteht für manche APIs (Active 
Pharmaceutical Ingredients) zusätzlich noch die Möglichkeit, sie parenteral zu applizieren. 
Durch die Umgehung der gastrointestinalen Resorption können hierdurch – bei gleicher 
Dosierung – höhere Plasmaspiegel erzielt werden. Andere Vorteile sind z.B. eine 
patientenindividuelle Dosierung oder die Möglichkeit zur Behandlung von Personen, die aus 
verschiedenen Gründen keine orale Therapie erhalten können (Bewusstlosigkeit, Übelkeit, 
u.a.). Dem gegenüber stehen erhöhte Anforderungen an das Produkt (Mikrobiologie, 
Partikelfreiheit, u.a.) und das medizinische Personal. Durch die direkte Applikation in den 
Kreislauf existieren weiterhin vermehrte Risiken für den Patienten, beispielsweise Sepsis oder 
Embolien (Ochoa und Vega 2014). 
Durch Verwendung parenteraler Arzneistoffträgersysteme entstehen weitere Vorteile: Neben 
einer häufig erhöhten Löslichkeit des Wirkstoffes, können diese Formulierungen auch dazu 
genutzt werden, den Wirkstoff aktiv oder passiv an den gewünschten Wirkort zu transportieren 
(Fahr und Liu 2007). Diese Systeme stehen im Einklang mit den von Paul Ehrlich postulierten 
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„Magic Bullets“ – Wirkstoffe bzw. Therapien, die ihre Wirkung lediglich am gewünschten Ziel 
entfalten und dadurch Nebenwirkungen verringern (Strebhardt und Ullrich 2008). 
In der Literatur werden verschiedene Ansätze beschrieben, eine solche „eierlegende 
Wollmilchsau der Pharmazie“ zu entwickeln. Liposomen stellen dabei ein mögliches 
Trägersystem dar, dass in der Praxis in verschiedenen – von den Gesundheitsbehörden 
zugelassenen – Präparaten bereits erfolgreich Anwendung findet (Vergleiche Tabelle 1). 
1.2 Liposomen 
1.2.1 Definition 
1964 beschrieb der britische Biophysiker Alec D. Bangham in Zusammenarbeit mit Robert W. 
Horne erstmals multilamellare Vesikelstrukturen, die durch Lecithin gebildet und mit einem 
Elektronikmikroskop untersucht wurden (Bangham und Horne 1964). Mit den darauf folgenden 
Erkenntnissen, dass der sich bildende Bilayer in der Lage war, eine verkapselte hydrophile 
Phase von seiner externen Umgebung zu isolieren (Bangham et al. 1965a), und in seinen 
Eigenschaft durch Tenside gestört werden kann (Bangham et al. 1965b), unterstützte er die 
Hypothese, dass Lipide die Grundlage von zellulären Membranen bilden. Aus diesem Grund 
wurden Liposomen – wie sie später genannt wurden – in folgenden Studien gerne als 
Modellmembranen verwendet (Deamer 2010). 
Unter Liposomen versteht man heute kugelförmige Vesikel im Bereich von 25 nm bis zu 
mehreren Mikrometern. Ihre Grundbausteine sind amphiphile Moleküle, – z.B. 
Phosphoglyceride oder Sphingolipide – die aus einer hydrophilen / polaren Kopfgruppe und 
einem lipophilen Molekülrest bestehen (van Hoogevest et al. 2013). In Wasser lagern sich 
diese Moleküle aufgrund des hydrophoben Effektes zusammen und bilden ab einer gewissen 
Konzentration eine Membran – den sogenannten Bilayer – aus (Tanford 1978). Dieser 
wiederum bildet aus energetischen und sterischen Gründen ein- oder mehrschichtige (uni- 
oder multilamellare) Assoziationskolloide, die eine oder mehrere hydrophile Phasen 
einschließen. Jede Schicht entspricht dabei einem Bilayer (New 1990). Diese Phasen sind 
nicht in der Lage, die sie umgebende Membran zu passieren. Durch diesen Aufbau ist es 
möglich, lipophile Substanzen in den Bilayer einzubauen oder hydrophile Substanzen in der 
wässrigen Phase zu verkapseln (Bangham et al. 1965a, van Hoogevest et al. 2013). 
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Die Herstellungsart hat dabei einen entscheidenden Einfluss auf die Morphologie der 
entstehenden Liposomen. Je nach Vesikelgröße und Anzahl der Bilayer unterscheidet man 
u.a. zwischen (Kreuter 1994, Sharma und Sharma 1997): 
- MLV:  Multilamellar Vesicle   (> 0,5 m) (> 5 Lipidschichten)
- OLV:  Oligolamellar Vesicle  (> 0,5 m) (2-5 Lipidschichten)
- GUV:  Giant Unilamellar Vesicle  (> 1 m) (1 Lipidschicht) 
- LUV: Large Unilamellar Vesicle  (> 100 nm) (1 Lipidschicht) 
- SUV:  Small Unilamellar Vesicle (20-100 nm) (1 Lipidschicht)  
SUVs werden aus LUVs durch Energieeintrag während der Herstellung (z.B. Extrusion oder 
Microfluidizer) gewonnen und zeigen eine erhöhte Krümmung des Bilayers. Sie sind dadurch 
thermodynamisch instabiler als LUVs, die aufgrund ihrer Größe ähnlich zu planaren 
Membranen keine wesentliche Krümmung aufweisen, und neigen unterhalb der 
Phasenübergangstemperatur zu Aggregation und Fusion. Durch ihre geringe Partikelgröße 
und enge Partikelgrößenverteilung werden sie dennoch in der Anwendung bevorzugt (New 
1990, Sharma und Sharma 1997). GUVs finden vor allem in der Grundlagenforschung als 
Zellmodelle Anwendung (Chan und Boxer 2007).  
Ein schematischer Querschnitt eines unilamellaren Liposoms sowie das chemische 
Grundgerüst der entsprechenden Lipide sind in Abbildung 1 dargestellt. 
Abbildung 1: Chemisches Grundgerüst eines Phosphoglycerids und Sphingolipids sowie eine 
schematische Darstellung des Querschnitts eines unilamellaren Liposoms. 
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Das hier dargestellte Phosphoglycerid besteht aus einem Glycerolgrundgerüst, das am C3-
Atom mit einem Phosphatrest und am C1- und C2-Atom mit jeweils einer Fettsäure verestert 
wird. Ist nur eines der beiden Atome mit einer Fettsäure verestert, während das andere als 
Alkohol vorliegt, spricht man von einem Lysolipid. Die Fettsäure sowie der Phosphatrest 
spielen dabei eine große Rolle für die Eigenschaften des Phospholipids und damit auch auf 
die des Bilayers (Vergleiche 1.2.4.1).  
Das Grundgerüst der Sphingolipide bildet der ungesättigte Aminoalkohol Sphingosin, an dem 
über eine Amidbindung eine Fettsäure verbunden wird. Wird die hydrophile Kopfgruppe über 
einen Phosphatrest gekoppelt, spricht man von Sphingomyelinen. Des Weiteren unterscheidet 
man Ceramide (R4 = H) und Glycosphingolipide. Sphingolipide und Phospholipide sind auch 
Bestandteil von Zellmembranen (Berg 2002).
1.2.2 Liposomen als Trägersysteme in der Pharmazie 
Aufgrund ihrer Fähigkeit, sowohl hydrophile als auch lipophile Wirkstoffe effektiv transportieren 
zu können, standen Liposomen schnell im Fokus als Arzneistoffträger und waren Inhalt vieler 
wissenschaftlicher Arbeiten, die sich beispielsweise mit der Zusammensetzung und 
Modifikation der Membran, der Herstellung oder dem in vitro oder in vivo Verhalten 
auseinandersetzten und dadurch wichtige Informationen zum Verständnis dieser Systeme 
lieferten (Sharma und Sharma 1997, Torchilin 2005, Deamer 2010). Zusätzlich sind die 
verwendeten Lipide biokompatibel und bioabbaubar, was ihnen aus toxikologischer Sicht 
einen Vorteil gegenüber anderen Grundbausteinen nanopartikulärer Systeme gewährt (van 
Hoogevest et al. 2011). 
Folglich ist es nicht verwunderlich, dass die liposomale Formulierung Doxil® (Wirkstoff 
Doxorubicin) das erste von der FDA zugelassene nanopartikuläre Medikament darstellte und 
weitere Arzneimittel, in denen Liposomen als Trägersystem verwendet werden, in der 
Zwischenzeit zugelassen wurden oder aktuell in klinischen Studien untersucht werden.  
Tabelle 1 gibt eine Übersicht über derzeitige Marktpräparate und Kandidaten, die sich in 
späten Phasen der Klinikstudien befinden. Anhand der gelisteten Wirkstoffe und damit 
verbundenen Indikationen ist zu erkennen, dass diese Präparate sich vor allem auf die 
stationäre Behandlung von Patienten beschränken und eine Injektion erfordern. Mit Arikace® 
(Wirkstoff Amikacin) steht erstmals auch ein inhalatives liposomales Medikament zur 
Behandlung zystischer Fibrose kurz vor der Zulassung und mit Pulmaquin® (Wirkstoff 
Ciprofloxacin) befindet sich ein weiteres inhalatives Produkt zur Behandlung von 
Bronchiektasen in der Klinischen Phase 3. Zusätzlich existieren im Bereich der 
freiverkäuflichen Medikamente verschiedene topische (v.a. Analgetika und Lokalanästhetika) 































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Neben der Erhöhung der Löslichkeit lipophiler und amphiphiler Wirkstoffe konnten in den 
parenteralen Produkten vor allem durch die Möglichkeit des passiven oder 
gewebespezifischen Targetings Dosis und Nebenwirkungen gegenüber nicht-liposomalen 
Präparaten verringert werden (Allen und Cullis 2013, Fan und Zhang 2013). Ebenso konnte 
eine verzögerte Wirkstofffreisetzung sowie eine verbesserte Penetration in Gewebe erzielt 
werden. Letzteres findet vor allem bei Analgetika Anwendung (Akbarzadeh et al. 2013). 
Einen anderen Ansatz stellen die sogenannten Virosomen dar, die als liposomale Vakzine 
Verwendung finden. Hierbei handelt es sich um Vesikel, bestehend aus Phospholipiden und 
Cephalin, in denen die entsprechenden Glykoproteine in den Bilayer interkalieren (Bovier 
2008, Fan und Zhang 2013). Epaxal und Inflexal V sind inaktivierte liposomale Vakzine, bei 
denen auf Aluminium als sonst typisches und in der Kritik stehendes Adjuvans als 
Wirkverstärker verzichtet werden konnte. Beide Produkte wurden von Crucell (Leiden, 
Niederlande) entwickelt und vermarktet und konnten in klinischen Studien aufgrund höherer 
Seroprotektivität und geringerer lokaler Nebenwirkungen ihre Überlegenheit gegenüber 
konventionellen Impfstoffen unter Beweis stellen. Der Vertrieb wurde allerdings im Jahr 2014 
nach der Übernahme durch Janssen Pharmaceutica eingestellt (Hafner et al. 2014, 
PharmaCircle LLC 2016). 
In der Entwicklung ist es wichtig, die Formulierung den entsprechenden Anforderungen 
anzupassen. Ziel der vorliegenden Arbeit war es, zu überprüfen, inwiefern Liposomen eine 
Möglichkeit darstellen, einen lipophilen Wirkstoff systemisch zu applizieren. Im Folgenden soll 
daher zunächst auf generelle Aspekte des in vivo-Verhaltens von Liposomen eingegangen 
werden, bevor an ausgewählten Beispielen gezeigt wird, inwiefern dies durch die 
Formulierungsentwicklung zu steuern ist. 
1.2.3 Grundlagen des in vivo Verhaltens von Liposomen 
1.2.3.1 Systemische Applikation über Injektion 
Tumorgewebe fördern eine sehr schnelle Angiogenese. Die gebildeten Blutgefäße weisen 
allerdings Störungen der Endothelschicht auf. Diese Öffnungen – sogenannte 
Fenestrierungen – können eine Größe von 200 bis 800 nm (Cho et al. 2008) erreichen und die 
Abscheidung von Makromolekülen oder auch nanopartikulären Trägersystemen – wie z.B. 
Liposomen – begünstigen. Sind diese Trägersysteme mit einem API beladen, kann dieser in 
dem Gewebe nach Aufnahme in die Zelle gezielt seine Wirkung entfalten. Dies wird als 
passives Targeting bezeichnet. Die Akkumulation wird zusätzlich durch die mangelhafte 
Ausbildung des Lymphsystems unterstützt, die einen Abtransport aus dem Gewebe erschwert. 
Dieser sogenannte EPR-Effekt (Enhanced Permeability and Retention) wurde zuerst von 
Matsumura und Maeda beschrieben und bildet heute einen wichtigen Therapieansatz in der 
Onkologie (Matsumura und Maeda 1986, Torchilin 2011). So konnte auch für Liposomen 
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gezeigt werden, dass diese sich selektiv im Tumorgewebe anreichern, wodurch die applizierte 
Wirkstoffdosis und dadurch die Nebenwirkungen reduziert werden konnte (Deshpande et al. 
2013, Fan und Zhang 2013).  
Dieses Konzept setzt allerdings voraus, dass die Liposomen hinreichend lange zirkulieren 
können, um das Zielgewebe intakt zu erreichen. Die Oberfläche herkömmlicher Liposomen 
wird jedoch nach Eintritt in das Blutsystem rasch von Plasmaproteinen (u.a. Opsonine) 
bedeckt, die von Zellen des mononukleären Phagozytensystems (MPS) erkannt werden (Yan 
et al. 2005). Anschließend werden die Vesikel von Monozyten bzw. Makrophagen phagozytiert 
und in Leber und Milz transportiert, wo der Wirkstoff akkumuliert (Kimelberg et al. 1976, 
Scherphof et al. 1985, Moghimi und Patel 1989, Pinto et al. 1991, Sharma und Sharma 1997). 
Eine andere Möglichkeit besteht in der Erkennung durch das Komplementsystem, das zur 
Lyse der Vesikel und Wirkstofffreisetzung führt. API, der auf diesem Weg eliminiert wird, steht 
der Therapie nicht zur Verfügung und kann gleichzeitig unerwünschte Nebenwirkungen in den 
Organen des MPS hervorrufen (Allen et al. 1984). Dieser Effekt kann abgesättigt werden und 
erklärt eine dosisabhängige Pharmakokinetik für herkömmliche Liposomen (Allen und Cullis 
2013). Allerdings kann dieses Verhalten auch für eine gezielte Behandlung der Organe des 
MPS ausgenutzt werden (Sharma und Sharma 1997). Beispiele hierfür sind die Behandlungen 
der Leishmaniose oder von Pilzinfektionen mit Amphotericin B (New 1990). Für Doxorubicin-
Liposomen konnte beobachtet werden, dass die Clearance durch das MPS über die Zeit 
abnahm, da die Phagozytose des Doxorubicin zum Absterben der verantwortlichen Zellen 
führte. Dies wiederum resultierte in einer verlängerten Zirkulationszeit der Formulierung mit 
zunehmender Behandlungsdauer (Bally et al. 1990).  
Neben der Integrität der Vesikel muss ebenfalls sichergestellt werden, dass der Wirkstoff (erst) 
am Wirkort freigesetzt wird. Auch diese Anforderung stellt in der Praxis eine 
Herausforderungen dar. Hydrophobe Wirkstoffe werden in die Lipidmembran eingebaut. Sie 
stehen im systemischen Kreislauf in regelmäßigem Kontakt mit lipophilen Akzeptoren und 
können durch Kollisions- oder Diffusionsvorgänge z.B. auf Plasmabestandteile oder 
Erythrozyten transferiert werden (Allen und Cullis 2013, Decker et al. 2013a, Holzschuh et al. 
2015). Gleichzeitig ist es möglich, dass hydrophile Substanzen, welche im Vesikelinneren 
eingeschlossen sind, durch Poren im Bilayer diffundieren und dadurch freigesetzt werden. 
Diese Öffnungen können ebenfalls durch Interaktionen des Bilayers mit Plasmaproteinen 
hervorgerufen werden (Papahadjopoulos et al. 1973, Guo et al. 1980). Ein solches Verhalten 
gilt es in der Regel zu vermeiden. Abschließend muss sichergestellt werden, dass der Wirkstoff 
am Wirkort freigesetzt wird. 
Szebeni et al. beschrieben in einer Reihe von Publikationen eine Komplement-aktivierte 
Pseudoallergie (CARPA), die durch die Gabe von Liposomen induziert wird. Faktoren, die die 
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Ausprägung dieser Reaktion beeinflussen sind beispielsweise die Oberflächenladung oder der 
eingebaute Wirkstoff (Szebeni et al. 2012).  
Subcutan applizierte Liposomen werden am Applikationsort oder nach Eintritt in die 
Lymphgefäße durch Makrophagen aufgenommen (Allen et al. 1993). 
1.2.3.2 Inhalation 
DPPC ist mit ca. 80 % der Hauptbestandteil des pulmonalen Surfactants. Aufgrund dieser 
hervorragenden Biokompatibilität eignen sich Liposomen als inhalatives Trägersystem. Nach 
Inhalation der Formulierung in Form eines gefrier- oder sprühgetrockneten Pulvers oder einer 
Lösung bzw. Suspension werden die Vesikel in Folge der alveolären Clearance des 
Surfactants über Epithelzellen aufgenommen, sodass der Wirkstoff – üblicherweise 
antiinflammatorisch oder antimikrobiell – schnell zur Verfügung steht. Bei der chronischen 
Anwendung konnte festgestellt werden, dass die Anzahl an Makrophagen zunahm, was zu 
einer erhöhten Clearance der Liposomen führte. Gleichzeitig kann aber auch hier dieser 
Mechanismus dazu genutzt werden, diese Immunzellen gezielt zu behandeln (Taylor und 
Newton 1992, Willis et al. 2012). 
Andere Therapieansätze nutzen die amphiphilen Eigenschaften der Phospholipide aus, die 
Oberflächenspannung eines anderen Trägersystems herabsetzen zu können. So konnte 
gezeigt werden, dass basierend auf diesem Effekt der Zusatz von DPPC zu PLGA-
Nanopartikeln deren Aufnahme durch alveoläre Makrophagen verringerte (Evora et al. 1998).  
1.2.4 Möglichkeiten der Modifikation der Formulierung 
Abbildung 2 gibt einen Überblick über die Möglichkeiten, das in vivo-Verhalten von Liposomen 
zu beeinflussen. Im Folgenden soll anhand von Beispielen gezeigt werden, inwiefern diese 
Faktoren z.B. die Freisetzung des Wirkstoffes oder die Aufnahme durch das MPS beeinflussen 
können. Dabei stehen die Lipidkomposition, der Zusatz von Cholesterol und die 
Oberflächenmodifikation mithilfe von PEGylierten Lipiden im praktischen Teil dieser Arbeit im 
Fokus. 
1.2.4.1 Vesikelgröße 
Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung sind zwei Faktoren einer Formulierung, die sehr 
stark von der Herstellung abhängen (Sharma und Sharma 1997). Gleichzeitig haben diese 
Parameter einen Einfluss auf das in vivo-Verhalten der Liposomen. 
Zum einen ist ein gewisser Größenbereich notwendig, um durch die Fenestrierungen in das 
Tumorgewebe zu gelangen. Hierfür sind kleinere Liposomen besser geeignet (Sharma und 
Sharma 1997). Zum anderen werden SUVs in geringerem Maße vom MPS erkannt und 
aufgenommen, was die Zirkulationszeit erhöht (New 1990).  
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Scherphof und Morselt beobachteten jedoch bei Versuchen in Rattenplasma, dass eine 
Verringerung der Partikelgröße mit einem erhöhten Abbau der Vesikel einherging. In 
heterogenen Populationen wurden ebenso zunächst Liposomen mit einem kleineren 
Durchmesser zerstört (Scherphof et al. 1978). Eine mögliche Erklärung hierfür ist die 
vergrößerte spezifische Oberfläche und erhöhte Krümmung von SUVs im Vergleich zu LUVs, 
was während der Zirkulation im Blutkreislauf zu vermehrten Interaktionen mit lipophilen 
Akzeptoren – z.B. Plasmabestandteilen – führen kann.  
Anhand dieses Mechanismus ist es ebenso denkbar, dass lipophile Wirkstoffe, die in den 
Bilayer eingebaut sind, durch diesen Effekt schneller freigesetzt werden können. LUVs 
besitzen dagegen im Vergleich zu SUVs eine vergrößerte hydrophile Phase, wodurch mehr 
Wirkstoff pro Vesikel verkapselt werden kann (Sharma und Sharma 1997). 
Abbildung 2: Möglichkeiten der Modifikationen der Formulierung, die einen Einfluss auf das in vivo-




Die Eigenschaften der Phospholipide werden stark durch die Art der polaren Kopfgruppe und 
die verwendeten Alkylreste bestimmt.  
Ersteres bestimmt die Ladung des Phospholipids, welche wiederum mit der Gesamtladung 
bzw. dem ȗ-Potential des Vesikels korreliert. Ungeladene SUVs neigen zu verstärkter 
Aggregation und Fusion als geladene Liposomen (New 1990, Sharma und Straubinger 1994). 
Ebenso werden neutrale Vesikel bedeutend schlechter von Zellen aufgenommen, weswegen 
der Wirkstoff zunächst extrazellulär freigesetzt werden muss (Sharma et al. 1993). 
Andererseits zeigen ungeladene Liposomen im Blutkreislauf nur eine geringere Aufnahme 
durch das MPS (Gregoriadis 1992, Immordino et al. 2006a). Dies kann dadurch begründet 
werden, dass die negative Ladung als Bindungsstelle für Opsonine dienen kann oder direkt an 
der Bindung von Makrophagen beteiligt ist (Cevc 1993). Die Verwendung kationischer Lipide 
kann die Verkapselung negativ geladener Moleküle verbessern und die Aufnahme in die Zelle 
begünstigen. Durch die positive Ladung kommt es allerdings auch zu verstärkten Interaktionen 
mit Blutbestandteilen, wodurch sie schneller auf dem Kreislauf entfernt werden (Senior et al. 
1991, Sharma und Sharma 1997, Immordino et al. 2006b). Derzeit befindet sich mit 
EndoTAG®-1 (Wirkstoff Paclitaxel) erstmals eine Formulierung in der klinischen Phase III, die 
mit DOTAP ein kationisches Lipid verwendet. Die positive Ladung der Liposomen zeigt eine 
Selektivität zur Tumorvaskulatur und wird in diesem Fall dazu genutzt, das Wachstum des 
Tumors aktiv zu inhibieren (Chang und Yeh 2012).  
Die Länge der verwendeten Alkylreste und die Anzahl der Doppelbindungen sind maßgeblich 
für die Phasenübergangstemperatur des jeweiligen Phospholipids verantwortlich. Dabei wird 
zwischen verschiedenen Übergängen unterschieden, die bei unterschiedlichen Temperaturen 
auftreten können. DPPC liegt bei 22°C im Gelzustand vor. Bei 35°C findet ein Subübergang 
statt, während bei 42°C der Hauptübergang vom Gel- in den flüssig-kristallinen Zustand 
beobachtet werden kann. Die letzte Phasenübergangstemperatur TC wird auch als Übergang 
von der rigiden in die fluide Phase bezeichnet und stellt einen wichtigen Parameter für die 
folgenden Betrachtungen dar. In der rigiden Phase liegen die Lipidketten dicht gepackt vor, 
während sie in der fluiden Phase eine höhere Beweglichkeit aufweisen. Durch den daraus 
resultierenden erhöhten Platzbedarf steigt die Dicke des Bilayers von 3 bis 4 nm auf 5 bis 6 nm 
(Leonenko et al. 2004). TC steigt mit zunehmender Kettenlänge und sinkt mit der Einführung 
von Doppelbindungen, da diese eine enge Packung der Phospholipidketten behindern.  
Rigide Liposomen werden im Vergleich zu fluiden Liposomen in geringerem Maße vom MPS 
eliminiert und konnten eine verlängerte Zirkulationszeit zeigen (Gabizon und Papahadjopoulos 
1988, Immordino et al. 2006a). Gleichzeitig konnte für hydrophile Wirkstoffe eine schnellere 
Freisetzung aus fluiden Liposomen beobachtet werden, da diese eine bessere Durchlässigkeit 
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für Wassermoleküle besitzen (Sharma und Sharma 1997, Allen und Cullis 2013). Für lipophile 
Substanzen ist es wichtig, die Lipidkomposition so zu wählen, dass der Wirkstoff besser in der 
Membran gehalten werden kann. So konnte für mTHPC-Liposomen (mTHPC = Temoporfin) 
gezeigt werden, dass diese den Wirkstoff mit zunehmender TC schneller freisetzen (Hefesha 
et al. 2011, Decker et al. 2013a, Decker et al. 2013b). 
Lipide bzw. Lipidgemische, die einen Phasenübergang knapp oberhalb der Körpertemperatur 
besitzen, werden in der Forschung zur Formulierung temperatursensitiver Liposomen 
verwendet. Diese Vesikel setzen den Wirkstoff erst oberhalb der Phasenübergangstemperatur 
frei. Nach Applikation und Verteilung im Kreislauf wird in den zu therapierenden Geweben eine 
leichte Hyperthermie hervorgerufen, sodass die Wirkung lokal erfolgen kann. Eine Mischung 
aus DPPC und Lyso-PCs stellt dafür eine mögliche Option dar (Grüll und Langereis 2012). 
1.2.4.3 Membranadditive 
Eine andere Möglichkeit, die Eigenschaften des Bilayers zu beeinflussen, ist der Einbau 
zusätzlicher Moleküle. Das dabei am häufigsten verwendete Molekül stellt der amphiphile 
polyzyklische Alkohol Cholesterol dar, der ebenfalls ein Bestandteil biologischer Membranen 
ist und sich zu mehr als 50 % (mol/mol) in den Bilayer einarbeiten lässt (Cooper 1978, New 
1990, Magarkar et al. 2014).  
Es ist bekannt, dass Cholesterol oberhalb der Phasenübergangstemperatur – also in fluiden 
Liposomen – die Rigidität erhöhen kann. Eeman und Deleu erklären diese Eigenschaft durch 
Ausbildung einer lamellaren flüssig-geordneten Phase. Diese Phase entsteht durch Interaktion 
des Cholesterols mit den Phospholipiden. Im Falle eines fluiden Bilayers erhöht es die 
Ordnung, wohingegen es in einem rigiden Bilayer die Packung der Lipidmoleküle stört. Folglich 
wird in diesen Vesikeln die Fluidität erhöht (Eeman und Deleu 2010). Zusätzlich weist 
Cholesterol einen kondensierenden Effekt auf gesättigte Fettsäuren auf (Decker et al. 2012). 
Dieser Effekt kann die Versteifung fluider Membranen zusätzlich verstärken. Durch die 
Erhöhung der Rigidität kann der Einbau von Cholesterol die Wirkstofffreisetzung hydrophiler 
Substanzen verringern (Allen und Cleland 1980). Ebenso kann auf diese Weise die Elimination 
durch das MPS verringert werden (Immordino et al. 2006a). 
Auch andere Substanzen – im Speziellen in den Bilayer eingebaute Wirkstoffe – können 
grundsätzlich einen Einfluss auf die Membraneigenschaften (TC, Steifigkeit u.a.) haben 
(Kuntsche et al. 2010, Decker et al. 2012). Ferner können temperatur- oder pH-sensitive 
Polymere verwendete werden, um eine gezielte Freisetzung am gewünschten Wirkort zu 
ermöglichen. Letztere sind bei physiologischem pH stabil, werden z.B. im Tumorgewebe 
akkumuliert und setzen den Wirkstoff aufgrund des leicht sauren pH-Wertes entweder dort 
oder nach Endozytose in den Zellen frei. Polymerisierte oder anderweitig modifizierte Lipide, 
Einleitung 
12
Peptide oder synthetische Polymere werden für diesen Zweck in den Bilayer eingebaut 
(Moussa et al. 2015).  
1.2.4.4 Oberflächenmodifikation 
Eine der wichtigsten Entwicklungen im Bereich der Liposomen war die Entwicklung 
sogenannter Stealth-Liposomen (Allen und Hansen 1991). Hierbei handelt es sich um Vesikel, 
deren Oberfläche beispielsweise mit PEGylierten Lipiden modifiziert wurde. Polyethylenglykol 
(PEG) ist ein von den Gesundheitsbehörden anerkanntes und in der Nanomedizin 
verwendetes Molekül, das eine Reihe von positiven Eigenschaften aufweist, z.B. eine relativ 
hohe Biokompatibilität, Löslichkeit in wässrigen und organischen Medien, geringe 
Immunogenität und eine gute Elimination (Immordino et al. 2006a). Da es sich um ein 
synthetisches Polymer handelt, können seine Eigenschaften über die Kettenlänge den 
gewünschten Anforderungen angepasst werden. Üblicherweise wird es heute an ein DSPE-
Grundgerüst gekoppelt und stellt das am häufigsten verwendete Polymer dar.  
PEGylierte Liposomen zeigen in der Praxis aufgrund sterischer Abschirmung eine deutlich 
reduzierte Absorption von Plasmaproteinen und eine verringerte Aufnahme durch das MPS 
(Blume und Cevc 1993), verbunden mit einer verlängerten Zirkulationszeit (Sharma und 
Sharma 1997). Lange PEG-Ketten und eine hohe Konzentration PEGylierter Lipide an der 
Liposomenoberfläche begünstigen diesen Effekt (Allen et al. 1991). Gleichzeitig retardiert es 
die Wirkstofffreisetzung hydrophiler Substanzen. Aus diesem Grund finden Stealth-Liposomen 
in der Praxis bereits in verschiedenen Marktprodukten Anwendung (Vergleiche Tabelle 1). 
Während bei der konventionellen Myocet®-Formulierung, die zur Behandlung 
metastasierenden Brustkrebs eingesetzt wird, eine schnelle Freisetzung von Doxorubicin 
beobachtet werden kann, setzt das PEGylierte Caelyx® den Wirkstoff deutlich langsamer frei 
und zeigt aufgrund der verlängerten Zirkulationszeit eine andere Verteilung im Körper. In 
diesem Fall wird Doxorubicin vermehrt in der Haut abgelagert, wodurch eine verbesserte 
Therapie des Kaposi-Sarkoms möglich ist (Abraham et al. 2005).  
Auf der anderen Seite konnten Decker et al. in vitro und in vivo zeigen, dass der hydrophobe 
Wirkstoff Temoporfin aus PEGylierten rigiden Liposomen schneller freigesetzt wurde als aus 
der nicht modifizierten Formulierung (Decker et al. 2013a, Decker et al. 2013b).  
Die Pharmakokinetik PEGylierter Liposomen ist dosisunabhängig (Allen und Hansen 1991). 
Allerdings kann die wiederholte Gabe PEGylierter Liposomen zu einer Veränderung des 
pharmakokinetischen Verhaltens führen (Ishida et al. 2003). Dieser sogenannte ABC-Effekt 
(accelerated blood clearance) konnte vor allem für geringe Dosen beobachtet werden (Ishida 
et al. 2005) und beruht vermutlich auf einer Erkennung der PEG-Ketten durch das 
Immunsystem, Bildung von Immunglobulinen des Typs M, Opsonierung und anschließend 
schnellerer Clearance bei wiederholter Applikation. Dieser Effekt ist über die Zeit reversibel. 
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Interessanterweise tritt derselbe Effekt aber ebenfalls auf, wenn hohe Lipiddosen 
konventioneller Liposomen mehrfach appliziert werden (Ishida et al. 2005, Knop et al. 2010, 
Allen und Cullis 2013).  
Ein weiterer Nachteil PEGylierter Liposomen sind die verringerte Interaktion mit Zellen, die 
eine Aufnahme des Wirkstoffes erschwert und fehlende Bioabbaubarkeit (Sharma und Sharma 
1997). In der Literatur werden daher mögliche Alternativen – Polyaminosäuren, Polyglycerole 
oder Polyoxazoline (Knop et al. 2010), als auch Derivate synthetischer Polymere (Torchilin 
2005) – zur Erhöhung der Zirkulationsdauer beschrieben.  
Eine Oberflächenmodifikation für ein aktives Targeting beruht auf der Konjugation 
unterschiedlicher Vektoren an der Liposomenoberfläche. Diese Vektoren sind üblicherweise 
gegen spezifische Strukturen auf Zellen gerichtet und ermöglichen eine selektive Bindung 
(Rüger 2008). 
1.2.4.5 Wässrige Phase 
Die Modifikation der inneren wässrigen Phase stellt eine Möglichkeit dar, die 
Verkapselungseffizienz von hydrophilen Wirkstoffen zu erhöhen. Dabei werden Methoden 
verwendet, die die Löslichkeit des Wirkstoffes erhöhen und gleichzeitig das Bestreben des 
Wirkstoffes, durch den Bilayer nach außen zu diffundieren, verringern.  
Praktisch findet dies bei der liposomalen Formulierungen von Anthracyclinen Anwendung. 
Doxorubicin ist amphiphil und dadurch in der Lage, sich sowohl im Bilayer als auch in der 
wässrigen Phase zu lösen. Dies wiederum kann dazu führen, dass der Wirkstoff während der 
Blutzirkulation kontinuierlich freigesetzt wird. Durch Reduktion des pH-Wertes der inneren 
Phase kann die Wasserlöslichkeit erhöht werden. Ist der pH-Wert der äußeren Phase höher, 
kann durch Aufbau eines transmembranen pH-Gradienten sichergestellt werden, dass 
zugegebenes Doxorubicin unter geeigneten Bedingungen (Temperatur, Puffer, …) zunächst 
in den Bilayer aufgenommen wird und sich anschließend in der inneren Phase löst und dort 
„gefangen“ wird, da in ionisierter Form kein Rücktransport über die Membran möglich ist. Wird 
dabei die Löslichkeit überschritten, bildet der Wirkstoff faserförmige Präzipitate, die unter dem 
Elektronenmikroskop erkennbar sind. Auf diese Weise können Verkapselungseffizienzen von 
nahezu 100 % erreicht werden und Doxorubicin in einem Masseverhältnis von bis zu 30 %, 
bezogen auf das Lipid, eingeschlossen werden (Abraham et al. 2005). Diese Methode wurde 
zunächst von Madden et al. beschrieben, die ihre Liposomen in Citratpuffer herstellten und 
anschließend den pH-Wert der äußeren Phase erhöhten (Madden et al. 1990). Diese Methode 
findet auch bei der Herstellung von Myocet® Anwendung. Eine andere Möglichkeit stellt die 
Herstellung in einem Ammoniumpuffer dar. In situ gebildetes Ammoniak ist in der Lage durch 
die Membran zu diffundieren. Durch Zurücklassen eines Protons sinkt der pH-Wert. Durch 
Umpufferung der äußeren Phase – z.B. über Gelchromatographie – wird auf diese Weise ein 
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pH-Gradient hergestellt, der ebenfalls in der Lage ist, Doxorubicin effektiv zu verkapseln. 
Ammoniumsulfat wird zur Ausbildung eines pH-Gradienten bei der Herstellung von Doxil® 
angewendet (Abraham et al. 2005, Fritze et al. 2006).  
Eine dritte Möglichkeit ist die Verwendung eines Mangan-Gradienten. Mn2+-Ionen bilden mit 
Doxorubicin Chelatkomplexe (Cheung et al. 1998). Die Bildung von Metallkomplexen erscheint 
aber auch für andere Wirkstoffe möglich (Gubernator 2011). Drummond et al. verwendeten 
Polyanionen zur verbesserten Verkapselung von Irinotecan. Sie konnten zeigen, dass auf 
diese Weise die Zirkulationszeit und Stabilität des Wirkstoffes erhöht werden konnten 
(Drummond et al. 2006) 
1.2.4.6 Zusammenfassung 
Basierend auf den zuvor erwähnten Modifikationsmöglichkeiten lassen sich verschiedene 
Strategien zur Anwendung von Liposomen als Arzneistoffträgersystem zusammenfassen. 
x Werden Liposomen lediglich zur Erhöhung der Löslichkeit verwendet, können sehr 
kleine, im Blutkreislauf instabile Liposomen den Wirkstoff schnell freisetzen. Ebenso ist 
es für lipophile Wirkstoffe denkbar, eine Lipidkombination zu wählen, die den API 
weniger gut in der Membran halten kann. Fluide Liposomen können die schnelle 
Freisetzung hydrophiler Wirkstoffe begünstigen. Darüber hinaus bieten sich LUVs, 
deren Oberfläche nicht modifiziert wurde, an, um eine schnelle Wirkstofffreisetzung zu 
erzielen oder Organe des MPS gezielt zu therapieren. 
x Besteht die Absicht eines Targetings, können Liposomen verwendet werden, deren 
Membran durch die Wahl der Lipide oder den Einbau von Cholesterol eine gewisse 
Rigidität aufweist, damit ein in der hydrophilen Phase verkapselter Wirkstoff stabiler 
eingeschlossen wird. Gleichzeitig kann eine erhöhte Stabilität der Vesikel im Kreislauf 
gewährleistet werden. Sie kann zusätzlich durch eine PEGylierung der 
Membranoberfläche verbessert werden. Lipophile Wirkstoffe sollten für ein solches 
Vorhaben tief im Bilayer eingebaut, um den Kontakt mit lipophilen Akzeptoren zu 
minimieren. Sterische Abschirmung bietet hierfür ggf. eine weitere Option. Die 
Konjugation mit Vektoren stellt eine Möglichkeit dar, gewünschte Gewebe durch 
aktives Targeting gezielt zu therapieren. 
1.3 Temoporfin 
Meso-tetrahydroxyphenylchlorin (mTHPC) bzw. Temoporfin ist ein Photosensibilisator 
(Photosensitizer) der zweiten Generation, der in einer ethanol- und propylenglykolhaltigen 
Lösung (Foscan®, biolitec GmbH, Jena, Deutschland) zur photodynamischen Behandlung von 
Kopf-Hals-Krebs angewandt wird (Senge und Brandt 2011). Es wurde erstmals von Bonnett 
et al. beschrieben (Bonnett et al. 1989).  
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1.3.1 Photodynamische Therapie (PDT) 
Das Prinzip der photodynamischen Therapie beruht auf der spezifischen Bestrahlung von 
beispielsweise Tumorgewebe mit Licht einer definierten Wellenlänge und der daraus 
resultierenden Aktivierung eines nicht toxischen Photosensitizers – z.B. mTHPC – in den 
angeregten Zustand (Tripletzustand). Nach Rückkehr in den Grundzustand wird die hierdurch 
freigesetzte Energie auf reaktive Sauerstoffspezies (ROS) übertragen. Im Folgenden werden 
zwei Reaktionstypen unterschieden, die beide Sauerstoff benötigen. Bei einer Typ 1-Reaktion 
findet eine direkte Reaktion mit einem Substrat unter Radikalbildung statt. Die Radikale bilden 
in einer weiteren Reaktion mit Sauerstoff oxidative Reaktionsprodukte. Bei einer Typ 2-
Reaktion kommt es direkt zur Bildung von Singulett-Sauerstoff. Beide Reaktionen laufen 
gleichzeitig ab. Die gebildeten Oxidationsprodukte können über den Zelltodmechanismus das 
Gewebe direkt zerstören, das Tumorgefäßsystem schädigen oder eine Immunreaktion gegen 
die Tumorzellen hervorrufen (Dolmans et al. 2003). Der Ablauf ist schematisch in Abbildung 3 
skizziert. 
Abbildung 3: Prinzip der photodynamischen Therapie und der möglichen Reaktionstypen. In beiden 
Fällen kommt es zur Ausbildung oxidativer Produkte, die im Folgenden das Gewebe direkt zerstören 
können, das Tumorgefäßsystem schädigen oder eine Immunreaktion gegen die Tumorzellen 
hervorrufen. Modifiziert nach Dolmans et al. (Dolmans et al. 2003). 
PDT konnte in verschiedenen Indikationen seine Wirkung unter Beweis stellen und bietet im 
Vergleich zu konventionellen Behandlungsmöglichkeiten von Tumoren, bedingt durch eine 
höhere Selektivität, eine kostengünstigere Alternative mit verringerten Nebenwirkungen. Der 




1.3.2 Physikochemische Eigenschaften 
Abbildung 4: Chemische Struktur von mTHPC. 
Temoporfin ist unter physiologischen Bedingungen ein neutrales, schwerlösliches Molekül mit 
einem berechneten log P-Wert von 8,8 (NCBI 2004-2016) bzw. 9,24 (Chen et al. 2011). Im 
ungeladenen Zustand kann es sehr gut in Biomembranen aufgenommen werden. Die 
chemische Struktur ist in Abbildung 4 dargestellt. Das vorhandene ʌ-konjugierte Chlorin-
Grundgerüst stellt ein Chromophor dar, das ein Absorptionsmaximum bei 650 nm besitzt und 
bei dieser Wellenlänge angeregt werden kann. mTHPC ist photoinstabil und zeigt 
Photobleaching (Senge und Brandt 2011). 
1.3.3 Pharmakokinetische Untersuchungen 
1.3.3.1 Foscan® 
In vitro konnte eine Bindung an Lipoproteine in Höhe von 84 % bestimmt werden, wobei HDL 
und LDL die größten Mengen des Photosensitizers binden konnten (Michael-Titus et al. 1995). 
In einer klinischen Phase I Studie wurde die maximale Plasmakonzentration nach 10 bis 24 h 
gemessen, bei einer Plasmahalbwertszeit von 30 bis 45 h. Hierbei spielen 
Aggregationsphänomene nach der Injektion, die hohe Plasmaproteinbindung sowie eine 
initiale Akkumulation in der Leber eine wichtige Rolle. Aus dieser Akkumulation entwickelt sich 
anschließend ein enterohepatischer Kreislauf oder es erfolgt die Ausscheidung über die Fäzes 
(Glanzmann et al. 1998, Senge und Brandt 2011). 
Nach erfolgter Injektion und Zirkulation im Blutkreislauf reichert sich der Wirkstoff zunächst in 
vaskulären Endothelzellen an. In der Folge wird er langsam in das extravasale Kompartiment 
freigegeben und von den Zellen – z.B. im Tumorgewebe – aufgenommen. Aus diesem Grund 
erfolgt die Bestrahlung des Gewebes auch erst mehrere Stunden bis Tage nach der 
Applikation (Dolmans et al. 2003). 
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1.3.3.2 Liposomales mTHPC 
Bei der Anwendung von Foscan® werden verschiedene Nebenwirkungen beschrieben, die in 
vielen Fällen durch die ethanolhaltige Formulierung bedingt sind, z.B. Schmerzen an der 
Injektionsstelle (European Medicines Agency 2013). Durch die geringe Löslichkeit im 
wässrigen Milieu besteht zusätzlich die Gefahr, dass mTHPC an der Injektionsstelle präzipitiert 
und hier Nekrosen auftreten können (Yang et al. 2012). Zusätzlich müssen sich die Patienten 
eine erhebliche Zeit lang strikt vor der Sonne schützen. Dieser Zeitraum könnte durch eine 
verbesserte Pharmakokinetik deutlich verkürzt werden. 
Alternative Formulierungsstrategien stehen daher im Fokus einiger wissenschaftlicher 
Arbeiten. Neben verschiedenen mTHPC-Nanopartikeln oder Mizellen, befinden sich mit 
Foslip® (DPPC/DPPG) und Fospeg® (DPPC/DPPG/mPEG2000-DSPE) auch zwei liposomale 
Produkte in der Entwicklung. Weitere mTHPC-Liposomen werden in der Literatur beschrieben. 
Temoporfin lässt sich sehr gut in die Liposomenmembran einbauen (Kuntsche et al. 2010). 
Auf diesem Weg können die genannten Applikationsprobleme gelöst werden. Gleichzeitig 
bietet der EPR-Effekt eine zusätzliche Möglichkeit des passiven Targetings des 
Tumorgewebes (Vergleiche 1.2.3). 
Decker et al. untersuchten das in vivo-Verhalten unterschiedlicher mTHPC-Liposomen in 
Ratten über 24 Stunden. Dabei konnten sie feststellen, dass rigide Liposomen den Wirkstoff 
schneller freigaben als Vesikel im flüssig-kristallinen Zustand. Temoporfin lag im Kreislauf  
liposomal oder an Blutbestandteile gebunden vor. Lipid und mTHPC konnten nach 24 h 
ebenfalls in der Milz oder Leber wiedergefunden werden. Spuren von mTHPC wurden ebenso 
in der Lunge detektiert, was auf Membraninteraktionen hindeutet (Decker et al. 2013a). Auch 
in vitro-Studien zeigten, dass liposomales mTHPC im Blut in Abhängigkeit von der 
Formulierung unterschiedlich schnell freigesetzt wird und an Erythrozyten und Plasmaproteine 
bindet. Hauptakzeptor sind – analog zu Foscan® – HDL und LDL (Reshetov et al. 2012, 
Decker et al. 2013b, Kaess und Fahr 2014). 
1.4 In vitro-Modelle zur Abschätzung der in vivo-Pharmakokinetik 
liposomaler Formulierungen 
Die Durchführung von in vivo-Studien ist aufwendig und kostenintensiv. Aus diesem Grund 
werden Modelle benötigt, die frühzeitig eine Abschätzung über das spätere Verhalten im 
menschlichen Körper ermöglichen. Im Bereich der Pharmakodynamik steht ein breites 
Spektrum an in vitro-Zellmodellen zur Verfügung, die durch Fortschritte im Bereich der 
Gentechnik den entsprechenden Anforderungen angepasst werden können. Damit eine 
Substanz jedoch seine pharmakologische Wirkung entfalten kann, muss auch sichergestellt 




Im Bereich der oralen Formulierungen existieren definierte Freisetzungs- und 
Permeationsmodelle, die die Liberation und Absorption eines Wirkstoffes simulieren können. 
Beispiele hierfür sind die im Europäischen Arzneibuch beschriebenen Methoden der 
Blattrührerapparatur und Diffusionszelle, das Everted-Sac- oder Caco-2-Modell.  
Für parenterale Formulierungen – im Speziellen jene, die ein Trägersystem verwenden, aus 
dem der Wirkstoff freigesetzt werden kann / muss – stehen solch allgemeine und 
standardisierte Modelle jedoch nicht zur Verfügung.  
Auf dem Gebiet der Liposomen liefert die Literatur verschiedene Ansätze, die zum Verständnis 
des Membranaufbaus, der Stabilität und Wirkstofffreisetzung beitragen. Im Folgenden sollen 
einige dieser Systeme kurz vorgestellt werden, die sich auf lipophile Wirkstoffe konzentrieren. 
Da in der vorliegenden Arbeit Versuche an der Langmuir-Filmwaage sowie der 
Asymmetrischen Feld Fluss-Feld Fraktionierung durchgeführt wurden, sollen diese Systeme 
etwas detaillierter betrachtet werden. 
1.4.1 Membranaffinität 
Eine erste Gruppe von Studien beschäftigt sich mit der Affinität von Wirkstoffen zu Membranen 
oder Phospholipiden und das dazugehörige Verteilungsverhalten.  
Eine Reihe von Arbeiten bedient sich dabei der HPLC-Technik, indem modifizierte Säulen 
verwendet werden, um die Interaktion eines Wirkstoffes mit Membranen zu simulieren. Dieses 
Modell kann dazu genutzt werden, um abzuschätzen, wie gut ein API in die Haut 
aufgenommen werden kann. Die berechneten Verteilungskoeffizienten stellen dabei einen 
realistischeren Wert dar als beispielsweise der Octanol-Wasser-Koeffizient log P. 
Immobilisierte artifizielle Membranen (IAM) können als eine solche stationäre Phase 
verwendet werden, um das Retentionsverhalten von Wirkstoffen zu untersuchen (Liu et al. 
2008).
Zhang et al. nutzen in einer Variante der Kapillarelektrophorese (Liposome Electrokinetic 
Chromatography – LEKC) Cerasomen als stationäre Phase. Übliche Bestandteile von 
Cerasomen sind hydriertes Lecithin, Cholesterol, Ceramide sowie die freien Fettsäuren 
Palmitin- und Ölsäure. Diese Vesikel sind für Aussagen über die Permeabilität eines Wirkstoffs 
durch die Haut geeigneter als herkömmliche Liposomen, da sie die Lipidzusammensetzung 
des Stratum Corneums besser simulieren können (Zhang et al. 2011).  
1.4.2 Transfer zwischen Modellmembranen 
Liposomen werden ebenfalls verwendet, um das Transferverhalten lipophiler Wirkstoffe 
zwischen Modellmembranen zu untersuchen. Diese Systeme können in der Regel auch dazu 
verwendet werden, Aussagen zur Membranaffinität zu tätigen, da diese einen wichtigen 
Einfluss auf das Transferbestreben und die Transferkinetik hat.  
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Für den Transfer eines Membranbausteins zwischen zwei Modellmembranen wurden 
unterschiedliche Mechanismen beschrieben. Ein erster beschreibt einen Austausch, der durch 
Kollision hervorgerufen wird. Ein anderer stellt einen diffusionsbedingten Transfer durch die 
wässrige Phase dar. In anderen Studien konnte eine Überlappung beider Phänomene 
beobachtet werden. Letztlich hängt der Mechanismus vom zu transferierenden Bestandteil, 
seiner Beladungsmenge und seiner Affinität zum Bilayer ab (Fahr et al. 2005).  
Der Transfer zwischen zwei liposomalen Membranen stellt dabei einen häufig verwendeten 
Ansatzpunkt dar. In diesen Studien werden zwei Membransysteme miteinander inkubiert und 
der Austausch zwischen den Membranen über die Zeit beobachtet. Die analytische 
Auswertung erfordert häufig über eine Trennung der Donor- und Akzeptorpopulation, die in 
der Regel aufgrund unterschiedlicher physikochemischer Parameter erfolgt, z.B. Ladung, 
Größe oder Dichte (New 1990).
Eine beliebte Methode stellt dabei die Ionenaustauscherchromatopgrahie dar, um den 
Transfer eines Membranbausteins aus geladenen Liposomen auf neutrale Akzeptoren zu 
messen. Fahr et al. nutzten diese Methode, um den Transfer von Cyclosporin A aus negativen 
Donorvesikeln zu untersuchen (Fahr und Seelig 2001). Andere Studien verwendeten diese 
Methode zur Untersuchung des Transfers von Cholesterol, Fettsäuren und Phospholipiden. 
Hefesha et al. bestimmten auf diese Weise das Transferverhalten Temoporfins in Abhängigkeit 
der Lipidzusammensetzung aus positiv oder negativ geladenen Donorliposomen (Hefesha et 
al. 2011). 
Ultrazentrifugation, Dialyse oder Größenausschlusschromatographie (Vergleiche 1.4.3) 
stellen drei Methoden dar, die zur Aufreinigung von Liposomen bei der Herstellung und 
anschließender Bestimmung der Beladungseffizienz verwendet werden. Im gleichen Maße 
können sie jedoch auch zur Auftrennung großer und kleiner Vesikel verwendet werden (New 
1990).
1.4.3 Transfer an endogene Membranen 
Zusätzlich zu den unter 1.4.2 beschriebenen Arten des Transfers (im Folgenden als passiv 
bezeichnet) sind in Gegenwart von endogenen Membranen – z.B. im Plasma oder Vollblut – 
zwei weitere Mechanismen denkbar. Zunächst kann es beispielsweise enzymatisch zur 
Zerstörung des Vesikels kommen, was zu einer sofortigen Freisetzung des Wirkstoffs führen 
würde. Auch ein aktiver Transfer des APIs ist über lipophile Transporter möglich. Eine 
Zusammenfassung hierzu findet sich in Abbildung 5, die mögliche Mechanismen und 
Akzeptoren in humanem Plasma skizziert.  
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Abbildung 5: Mögliche Transfermechanismen eines lipophilen Wirkstoffes aus Liposomen in humanem 
Plasma. Plasmaproteine (stellvertretend ist Albumin dargestellt) und Lipoproteine stellen mögliche 
Akzeptoren dar.
Choice et al. nutzten den Größenunterschied zwischen Plasmaproteinen und Liposomen aus, 
um das Verhalten der Vesikel in Plasma zu untersuchen (Choice et al. 1999). Die von ihnen 
gewählte Methode der Fast Protein Liquid Chromatography (FPLC) stellt eine Variante der 
Größenausschluss- bzw. Gelpermeationschromatographie (SEC / GPC) dar. Das Trennprinzip 
beruht darauf, dass die Retention von Partikeln in einer Säule, die mit einem Gel einer 
definierten Porengröße gepackt ist, vom hydrodynamischen Volumen abhängt. Kleinere 
Partikel eluieren langsamer als große (Moore 1964, Grubisic et al. 1967, Benoit 1996). In 
neueren Studien wurde diese Methode aufgegriffen, um das Transferverhalten von 
liposomalem Temoporfin auf Plasmaproteine zu untersuchen (Decker et al. 2013b, Kaess und 
Fahr 2014). Vorteile dieser Methode sind die gute Auftrennung über einen variablen 
Größenbereich (nm bis m), die zusätzlich durch die Wahl des Gels, die Maße der Säule oder 
die Flussrate gesteuert werden kann. Nachteilig können Interaktionen mit der stationären 
Phase oder die vergleichsweise lange Trennzeit sein (Berek 2010, Wagner et al. 2014). Chonn 
et al. konnten zeigen, dass auch Säulen mit einem sehr kleinen Volumen in Verbindung mit 
Zentrifugation (Spin Columns) zur Auftrennung von LUVs und Plasmaproteinen verwendet 
werden können. Dabei bedingt die sehr kurze Trennzeit eine verschlechterte Auftrennung 
(Chonn et al. 1991). 
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Reshetov et al. nutzten zusätzlich zur SEC die Nanotracking-Technologie (NTA), um das 
Verhalten von mTHPC-Liposomen in humanem Plasma zu untersuchen. NTA-Messungen 
beruhen auf der Visualisierung von Partikeln, die in Lösung Laserlicht streuen. Durch Montage 
einer Kamera auf ein Mikroskop kann die Bewegung einzelner Partikel verfolgt werden. 
Üblicherweise wird hieraus über die Stokes-Einstein-Gleichung die hydrodynamische 
Partikelgröße ermittelt (Malvern Instruments Ltd 2016). In der zitierten Arbeit wurde jedoch auf 
diese Weise der Abbau der Vesikel verfolgt (Reshetov et al. 2012). In einer früheren Arbeit 
nutzten sie das Quenching von mTHPC im Bilayer aus, um die Interaktion mit Plasmaproteinen 
zu bestimmen. Durch die Freisetzung des Wirkstoffes erhöhte sich die Fluoreszenzintensität 
in den Liposomen, woraus anschließend Transferkinetiken ermittelt wurden (Reshetov et al. 
2011).
Ultrazentrifugation wurde ebenfalls genutzt, um Wechselwirkungen zwischen Liposomen und 
einzelnen Plasmabestandteilen zu untersuchen. Hierbei erfolgte die Auftrennung über einen 
Dichtegradienten (Guo et al. 1980). An dieser Stelle sei erwähnt, dass die Absorption von 
Proteinen die Dichte der Vesikel verändern kann. Gleichzeitig kann eine Überlappung der 
Dichten der Liposomen und Proteinfraktionen beobachtet werden, die eine Auftrennung 
erschwert (New 1990). Ein Ansatz, dieses Problem zu lösen, bietet die Erhöhung der Dichte 
der Vesikel, z.B. durch Verwendung einer hochprozentigen Sucroselösung als innere Phase 
(Buser und McLaughlin 1998). Zentrifugation ist auch eine Möglichkeit, um Liposomen von 
Blutzellen – etwa Erythrozyten – zu trennen (Decker et al. 2013b). 
1.4.4 Asymmetrische Fluss Feld-Fluss Fraktionierung  
Partikeltrennung anhand von Feld-Fluss Fraktionierung beruht auf den Arbeiten von Giddings 
aus den 60er Jahren. Heute stellt die Asymmetrische Fluss Feld-Fluss Fraktionierung (AF4) 
die am häufigsten verwendete Variante dar. Sie wurde 1987 als erstes von Wahlund und 
Giddings beschrieben und seitdem vor allem zur Auftrennung und Charakterisierung 
kolloidaler Partikel und Partikelgemische verwendet. Hierbei werden die Teilchen anhand ihres 
hydrodynamischen Durchmessers aufgetrennt. (Wahlund und Giddings 1987) Ein 
schematischer Aufbau, der den Querschnitt eines Trennkanals darstellt, ist in Abbildung 6 
skizziert. Im Folgenden werden Inhalte aus Veröffentlichung 1 zusammengefasst, um das 
Trennprinzip sowie einige Anwendungsbeispiele vorzustellen. Für detailliertere Informationen 
sei an dieser Stelle auf diese Publikation verwiesen (Wagner et al. 2014). 
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Abbildung 6: Schematischer Querschnitt durch einen AF4-Kanal, der das Trennprinzip verdeutlicht. 
Nach der Elution kann eine Detektion über verschiedene Detektorsysteme erfolgen.
Die Trennung in der AF4 erfolgt in einem zumeist trapezförmigen Kanal, dessen feste Ober- 
und poröse Unterseite durch einen Spacer voneinander getrennt sind. Die Probe wird über 
einen Eingang dem Kanal zugeführt und durch den angelegten Detektorfluss in Richtung des 
Ausgangs transportiert. Durch Anlegen eines senkrechten Flussfeldes – dem sogenannten 
Cross-Flow – kommt es zu einer Bewegung der Partikel in Richtung einer Membran mit 
definierter Porengröße auf dem Kanalboden. Sie ermöglicht eine Akkumulation der Partikel, 
während ein Teil des Fließmittels abtransportiert werden kann. Durch den sich bildenden 
Konzentrationsgradienten sind die Partikel nun bestrebt, sich über Diffusion in die 
entgegengesetzte Richtung – in Richtung der Kanalmitte – zu bewegen. Die Überlappung 
beider Bewegungen / Kräfte ist abhängig vom Diffusionskoeffizienten des jeweiligen Teilchens, 
der wiederum direkt mit dem hydrodynamischen Durchmesser zusammenhängt, und resultiert 
in einer spezifischen Position innerhalb des parabolen Strömungsprofils. Kleinere Partikel 
lokalisieren sich weiter von der Membran entfernt und besitzen dadurch eine erhöhte 
Fließgeschwindigkeit. Sie eluieren vor den größeren Teilchen. Einen Sonderfall stellt dabei der 
sogenannte sterische Modus dar, bei dem die Auftrennung genau entgegengesetzt erfolgt. 
Dieser tritt auf, wenn die Größe der aufzutrennenden Partikel einen kritischen Wert 
überschreitet, üblicherweise 1 m. 
In der Regel ist der Auftrennung ein Fokusschritt vorgeschaltet. Hierfür wird ein Fokusfluss 
angewendet, der dem Detektorfluss entgegenwirkt und eine Bewegung der Partikel entlang 
des Kanals verhindert. Durch gleichzeitiges Anlegen eines Cross-Flows ist dadurch eine 
Aufkonzentration der Probe und Vortrennung in der Nähe des Injektionsortes möglich, 
wodurch die Auflösung verbessert werden kann. 
Durch Regulierung des Cross-Flows, Detektor- und Fokusflusses, Einsatz eines Cross-Flow-
Gradienten, Variation der Membran und anderer Parameter ist es möglich, auch komplexe 
Proben anhand ihrer Größe aufzutrennen. Im Anschluss an die Elution kann eine 
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Charakterisierung on-line über verschiedene Detektoren erfolgen. In der Literatur werden 
dabei klassischerweise Brechungsindex-, UV/Vis-, Fluoreszenz sowie Lichtstreudetektoren 
verwendet. Durch anschließende Fraktionierung sind allerdings auch off-line Verfahren, wie 
beispielsweise Massenspektrometrie oder Elektrophorese möglich. Durch Verwendung eines 
größeren Kanals kann diese Methode auch zur pärparativen Aufreinigung verwendet werden. 
Als Vorteile der AF4 werden die vergleichsweise kurze Trennzeit, die hohe Variabilität der 
Parameter sowie das Fehlen einer stationären Phase genannt, wodurch geringere 
Wechselwirkungen auftreten. Durch die Auftrennung in verschiedene Fraktionen ist sie 
einzelnen Bulkverfahren bei der Analyse komplexer Proben überlegen. Als nachteilig haben 
sich in der Literatur vor allem die hohe Verdünnung und daraus resultierende 
Auswaschphänomene bei der Trennung sowie Absorptionserscheinungen an der Membran 
herausgestellt (Wagner et al. 2014).  
Die AF4 wurde in zahlreichen Arbeiten zur Charakterisierung von polydispersen 
Nanosystemen verwendet. Ein Hauptaugenmerk lag dabei auf der Auftrennung von Proteinen, 
im Speziellen von Plasmaproteinen, Plasmaproteinfraktionen oder dem kompletten 
Humanplasma. So wird an verschiedenen Stellen die schnelle und gut auflösende 
Fraktionierung von Plasma beschrieben (Qureshi et al. 2009, Lee et al. 2011), die bereits zur 
Bestimmung des Bindungsverhaltens eines Wirkstoffes an Plasmaproteine verwendet wurde 
(Madorin et al. 1997).  
Auch auf dem Gebiet der Liposomen fand die AF4 bereits breite Anwendung. Neben 
umfangreichen Arbeiten, die sich mit der Eignung der Methode zur Charakterisierung von 
Liposomen befassten und dabei auf die unterschiedlichen Fraktionierungsparameter 
eingingen (Hupfeld et al. 2009a, Hupfeld et al. 2009b, Kuntsche et al. 2012), beschäftigten 
sich Decker et al. mit dem größenabhängigen Verteilungsverhalten von Cholesterol und 
mTHPC in rigide und fluide Membranen. Hieraus berechneten sie im Anschluss den Einfluss 
beider Moleküle auf die Membransteifigkeit. Die erzielten Ergebnisse für die fluiden Liposomen 
aus POPC/POPG zeigten, dass Cholesterol die Membran rigider macht, während für mTHPC 
der gegenteilige Effekt beobachtet werden konnte (Decker et al. 2012). Zuletzt konnten Hinna 
et al. die AF4 dazu benutzen, um zwei unterschiedlich große Liposomenpopulationen 
voneinander zu trennen. Auf diese Weise waren sie in der Lage, den Transfer der lipophilen 
Modellsubstanz pTHPP aus kleinen Donoren an große Akzeptoren on-line mittels eines 




Ende des 19. Jahrhunderts entdeckte die Braunschweigerin Agnes Pockels bei 
Untersuchungen in ihrem heimischen Waschbecken den Effekt von Verunreinigungen auf die 
Eigenschaften der Wasseroberfläche. In der Folge entwickelte sie 1882 eine Apparatur, mit 
der es möglich war, über Schienen eine reine Wasseroberfläche beliebig zu vergrößern oder 
zu verkleinern, um anhand einer Waage Änderungen ihrer Oberflächenspannung 
aufzunehmen. Die Ergebnisse ihrer Untersuchungen stellte sie über Umwege im Jahr 1891 in 
Nature vor, nachdem sie dem Physiker Lord Rayleigh, der sich ebenfalls mit diesem 
Phänomen beschäftigte, einen Brief schrieb (Beisswanger 1991). Irving Langmuir befasste 
sich Anfang des 20. Jahrhunderts intensiv mit Untersuchungen an Lipidmonoschichten, die 
auf eine wässrige Phase aufgetragen wurden. Er beschrieb, dass die Moleküle in dieser 
Monoschicht eine bevorzugte Orientierung aufweisen, die abhängig von der 
Oberflächenspannung ist. Ebenso gelang es ihm mit seiner Assistentin Katherine Blodgett, 
Monolayer auf einem festen Substrat zu schichten. Für seine Arbeit im Bereich der 
Oberflächenchemie erhielt er 1932 den Nobelpreis (Biolin Scientific 2016). Ein schematischer 
Aufbau einer Langmuir-Filmwaage, wie sie heute verwendet wird, ist in Abbildung 7 abgebildet. 
Abbildung 7: Schematischer Aufbau einer Langmuir-Filmwaage, in der ein Phospholipid-Monolayer 
auf einer wässrigen Phase aufgetragen wurde. Über bewegliche Barrieren lässt sich der Film 
komprimieren oder expandieren. Die Messung der Oberflächenspannung erfolgt mithilfe einer 
Wilhelmy-Waage (z.B. Filterpapier). 
Auf die Oberfläche einer wässrigen Phase (Subphase) wird ein Film nicht wasserlöslicher 
Moleküle – z.B. Öl – oder oberflächenaktiver Substanzen – z.B. Phospholipide – unterhalb 
ihrer kritischen Mizellbildungskonzentration aufgetragen. Dieser Film wird als Monoschicht 
bzw. Monolayer bezeichnet. Durch Vergrößerung oder Verkleinerung der Oberfläche – z.B. 
durch Barrieren, die auf der Subphase aufliegen – bei einer konstanten Anzahl an Molekülen, 
die sich im Monolayer befinden, verändert sich die Oberflächenspannung. Bei einer 
Komprimierung sinkt sie. Die Oberflächenspannung wird über eine Wilhelmy-Waage 
gemessen. Ein Beispiel für eine solche Waage ist ein Filterpapier, das in Kontakt mit der 
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wässrigen Phase steht. Dieses Filterpapier wird durch eine Flüssigkeitslamelle benetzt und 
nach unten gezogen. Es wird die Kraft gemessen, die notwendig ist, um dies auszugleichen. 
Dieser Effekt ist abhängig von der Oberflächenspannung. Mit sinkender Oberflächenspannung 
steigt die Adhäsion der Flüssigkeit am Filterpapier. Folglich muss eine höhere Kraft 
aufgewendet werden.
Üblicherweise wird der Lateraldruck ʌ angegeben, der sich aus der Differenz der 
Oberflächenspannung von Wasser (72 mN/m bei 25°C (Vargaftik et al. 1983)) und der 
gemessenen Oberflächenspannung des Systems berechnet. Mit sinkender 
Oberflächenspannung (z.B. bei der Komprimierung des Films) steigt also ʌ.
Diagramme, die die Abhängigkeit von ʌ von der Fläche darstellen, werden als Isothermen 
bezeichnet. Eine solche Isotherme ist in Abbildung 8 schematisch für einen Phospholipid-
Monolayer dargestellt. Üblicherweise werden die Flächen pro Molekül angegeben 
(Moghaddam et al. 2011).
Abbildung 8: Beispiel einer ʌ-A-Isotherme eines Phospholipidmonolayers sowie die einzelnen 
Zustände / Phasen, die er während der Kompression besitzen kann. Auf der rechten Seite ist die 
Packung der Lipide in den einzelnen Phasen schematisch dargestellt. Abbildung modifiziert nach 
Mogghadam et al. (Moghaddam et al. 2011). 
Die Orientierung der lipophilen Ketten ist dabei abhängig von dem ihnen zur Verfügung 
stehenden Platz. Durch stetige Komprimierung und Verringerung des Platzangebotes erhöht 
sich die Interaktion zwischen den Molekülen, wodurch es zu einem Anstieg von ʌ kommt. 
Dabei durchläuft das Phospholipidmolekül verschiedene Phasen, die in Abbildung 8 skizziert 
sind. Welche Phasen ein Phospholipid bei der Verringerung der Fläche durchläuft, hängt von 
seinen Eigenschaften (z.B. Kettenlänge, Doppelbindungen u.a.) ab. Nehmen die Moleküle 
ihren minimalen Platzbedarf ein, kollabiert der Film bei weiterer Komprimierung (Moghaddam 
et al. 2011).  
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Trotz dieses vergleichsweise einfachen Aufbaus, konnten Untersuchungen am Monolayer 
genutzt werden, um das Verhalten von Phospholipiden (Yun 2003, Ma und Allen 2006) sowie 
den Einfluss eines Wirkstoffes zu auf diese zu studieren (Geraldo et al. 2013). Ferner 
beschreiben verschiedene Studien Transferversuche aus der Subphase (Seelig 1987) oder 
zwischen Modellmembranen (Leonard-Latour et al. 1997) oder die Simulation ganzer 
Zellsysteme (Caseli et al. 2012). 
Eine umfangreiche Musterarbeit auf diesem Gebiet lieferten Fahr und Reiter, die sich mit der 
Fähigkeit eines Phospholipidfilms beschäftigten, Cyclosporin A aufzunehmen. Dabei nahmen 
sie Isothermen von unterschiedlichen Cyclosporin A/DOPC-Mischungen auf, um daraus 
Aussagen über den Platzbedarf und die Lage des Wirkstoffes im Monolayer zu treffen. In 
weiteren Versuchen bestimmten sie die Fähigkeit des Monolayers, in Abhängigkeit des 
konstant gehaltenen Lateraldrucks freies Cyclosporin A, das in die Subphase injiziert wurde, 
aufzunehmen. Abschließend untersuchten sie die Transfereigenschaften von liposomalem 
Cyclosporin A an den Monolayer (Fahr und Reiter 1999). 
Moghaddam et al. untersuchten in ihrer Arbeit den Effekt von Cholesterol und Fettalkoholen 
auf die Lipidpackung eines Monolayers. Sie konnten zeigen, dass Cholesterol und 
Tetradecanol mit DSPC interagieren und den Film kondensieren, wobei der Effekt für 
Cholesterol stärker ausgeprägt war. Sie verglichen auch die Isothermen von DMPC, DPPC 
und DSPC und schlussfolgerten, dass unter diesen Lipiden DMPC, das den geringsten 
Kollapsdruck aufwies, Liposomen mit der geringsten Stabilität ausbildet. Ferner konnten sie 
zeigen, dass DSPC aufgrund der längeren Fettsäureketten und höherer Van-der-Waals-Kräfte 
die am dichtesten gepackten Monoschichten ausbildet (Moghaddam et al. 2011). 
1.5 Problem- und Zielstellung der Arbeit 
Ein grundlegendes Verständnis eines komplexen Arzneistoffträgersystems ist für dessen in
vivo-Anwendung essentiell und in gewissen Aspekten bereits behördlich gefordert. In vitro-
Modelle bilden in diesem Kontext eine wichtige Stütze, mit deren Hilfe verschiedenste 
Mechanismen auf pharmakodynamischer oder –kinetischer Ebene erklärt werden können.  
Die vorab vorgestellten in vitro-Methoden stellen nur einen Ausschnitt des Spektrums dar, 
welches heute zur Abschätzung und dem Verständnis der in vivo-Pharmakokinetik von 
Liposomen zur Verfügung steht. Darüber hinaus besitzt jede Methode ihre individuellen Vor- 
und Nachteile sowie Limitationen, sodass die Auswahl entsprechend den jeweiligen 
Untersuchungszielen getroffen werden sollte. 
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Die vorliegende Arbeit beschäftigt sich unter dem Titel „Studien zur Beladungskapazität 
kolloidaler Formulierungen“ mit der Frage, inwiefern Liposomen – als ein prominentes Beispiel 
für ein kolloidales Arzneistoffträgersystem – eine Option darstellen, ausgewählte lipophile 
Wirkstoffe dem Körper systemisch zur Verfügung zu stellen. Neben der Möglichkeit, diese 
Wirkstoffe in einen liposomalen Bilayer einzubauen, sollen darüber hinaus die Fähigkeit der 
Membran untersucht werden, diesen Wirkstoff in Gegenwart eines lipophilen Akzeptors – z.B. 
einer einschichtigen Modellmembran oder Plasmabestandteilen – in der Membran zu halten. 
Das Zusammenspiel dieser beiden Eigenschaften soll repräsentativ für die 
„Beladungskapazität“ stehen und für die jeweiligen Formulierungen betrachtet werden. 
Diese Überlegungen zusammenfassend ergaben sich für die vorliegende Arbeit folgende 
Zielstellungen: 
(1) Es sollten liposomale Formulierungen für verschiedene lipophile Wirkstoffe entwickelt 
werden. Die APIs unterschieden sich dabei hinsichtlich ihrer Lipophilie, Molekülgröße 
und weiteren physikochemischen Parametern.  
(2) Im weiteren Verlauf sollte das Transferverhalten der Wirkstoffe aus dem Bilayer an 
lipophile Akzeptoren untersucht werden. Den Schwerpunkt bildeten dabei 
Interaktionen mit Plasmaproteinen, wobei auch die Vesikelstabilität untersucht werden 
sollte. An der AF4 – als ein in diesem Feld neues System – sollte eine Separations-
methode entwickelt werden, mit deren Hilfe entsprechende Inkubationsversuche 
analysiert werden konnten. 
(3) Im Folgenden sollten für den lipophilen Photosensitizer Temoporfin als Modellsubstanz 
Parameter der Formulierungsentwicklung – im Speziellen die Membranzusammen-
setzung – identifiziert werden, die Einflüsse auf die in vitro-Pharmakokinetik von 
mTHPC-Liposomen haben. 
(4) Unterstützende Messungen an geeigneten Systemen – z.B. dem Langmuir-Trog – 
sollten dazu beitragen, die getätigten Beobachtungen aus (3) besser interpretieren zu 
können.
(5) Die Transfereigenschaften der weiteren lipophilen liposomalen Wirkstoffe aus (1) sollte 
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ABSTRACT: Asymmetric ﬂow ﬁeld-ﬂow fractionation (AF4)
is a widely used and versatile technique in the family of ﬁeld-
ﬂow fractionations, indicated by a rapidly increasing number of
publications. It represents a gentle separation and character-
ization method, where nonspeciﬁc interactions are reduced to
a minimum, allows a broad separation range from several
nano- up to micrometers and enables a superior character-
ization of homo- and heterogenic systems. In particular,
coupling to multiangle light scattering provides detailed access
to sample properties. Information about molar mass,
polydispersity, size, shape/conformation, or density can be obtained nearly independent of the used material. In this
Perspective, the application and progress of AF4 for (bio)macromolecules and colloids, relevant for “nano” medical and
pharmaceutical issues, will be presented. The characterization of diﬀerent nanosized drug or gene delivery systems, e.g., polymers,
nanoparticles, micelles, dendrimers, liposomes, polyplexes, and virus-like-particles (VLP), as well as therapeutic relevant proteins,
antibodies, and nanoparticles for diagnostic usage will be discussed. Thereby, the variety of obtained information, the advantages
and pitfalls of this emerging technique will be highlighted. Additionally, the inﬂuence of diﬀerent fractionation parameters in the
separation process is discussed in detail. Moreover, a comprehensive overview is given, concerning the investigated samples,
fractionation parameters as membrane types and buﬀers used as well as the chosen detectors and the corresponding references.
The perspective ends up with an outlook to the future.
Nowadays, the understanding and development of nano-medicines like biopharmaceuticals or nanoparticles for
drug and gene delivery requires the improvement of analytical
characterization methods.1−3 Moreover, the eﬀects of drugs in
the human body are complex, and it is essential to understand
the fate of a drug as well as its mode of action. To investigate
these eﬀects, methods are required for separating and analyzing
single components from complex biological samples. The
increasing importance for separation techniques of suspended
analytes (particular or macromolecular form) in all ﬁelds of life
sciences was one of the key factors for the success of ﬁeld-ﬂow
fractionation (FFF) in the last years. Invented by J. C. Giddings
in 1966, ﬁeld-ﬂow fractionation comprises a class of
fractionation techniques, based on a ﬂat channel, where a
separation ﬁeld, perpendicular to the direction of the sample
ﬂow is applied.4
In asymmetric ﬂow FFF (AF4), the separation is achieved by
a liquid cross-ﬂow which takes place in a narrow, ribbon-like
channel of trapezoidal geometry, which is built up by a spacer,
between a porous and a nonporous plate (Figure 1). The
porous plate is covered by a membrane, which acts as
accumulation wall and allows the eluent to pass the membrane,
while the particles/macromolecules are retained. The ﬁrst AF4
system was presented in 1987 by Giddings and Wahlund.5
Since 20 years, it is the most used and versatile technique in the
family of FFF and has nearly replaced the symmetric version,
indicated by the rapidly increasing number of publications.5,6
During the transport of the analyte by the eluent, the
application of the cross-ﬂow results in a force, dragging the
Received: February 19, 2014
Accepted: May 6, 2014
Published: May 6, 2014
Figure 1. Schematic representation of an AF4 channel. The eluent is
pumped from the inlet to the outlet. The membrane acts as
accumulation wall and represents the porous wall. The geometry of
the channel is deﬁned by the spacer.
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particles/macromolecules to the surface of the membrane
(Figure 2). Because of the formed concentration gradient, the
diﬀusivity acts as a counteracting force, until an exponential
steady-state-distribution of the analyte with the highest
concentration at the wall is reached (Fick’s law).5 According
to the individual diﬀusion coeﬃcient of each particle, the
concentration proﬁle is extended more or less into the channel
and diﬀerent streamlines of the parabolic velocity ﬂow proﬁle
were occupied (Figure 2B, schematic concentration proﬁles,
left). With decreasing size/increasing diﬀusion coeﬃcient of the
particles or macromolecules, the concentration proﬁle is more
extended into the channel resulting in a higher average
(characteristic) distance from the wall (visualized by the
particles in Figure 2B) and faster elution. It has to be kept in
mind, that even for small particles, the highest concentration is
reached near the wall and that Figure 2 is an exaggerated
schematic visualization. Furthermore, in the beginning of a
measurement, an additional focusing/relaxation procedure is
normally applied to concentrate the analyte in a narrow zone
and avoid spreading over the whole channel length during
injection (Figure 2A). If the size of the analyte exceeds a certain
limit (usually >1 μm), the retention behavior changes from the
normal, also termed Brownian mode, to the steric mode (steric
FFF). In steric FFF, the sample is located in a thin layer very
close to the wall and the order of retention changes in a way
that larger particles/macromolecules elute ﬁrst (Figure 2C). As
most types of therapeutics as discussed in this Perspective are
below this size limit, the reader is referred to literature for
further details.7,8 The theoretical basis of FFF was developed in
detail by Giddings, Wahlund, and co-workers.5,9−11 For an
extensive theoretical description and detailed insights, the
reader is referred to cited literature or the comprehensive
“Field-Flow Fractionation Handbook”.12
As many modern medicines and diagnostics are based on
colloidal/macromolecular matter like proteins/antibodies,
viruses, liposomes, quantum dots (QD), nanoparticles, as well
as other polymeric drug and gene delivery systems, AF4 enables
a certain progress in the understanding of such systems.
Nowadays, AF4 coupled to diﬀerent detectors allows the
acquisition of key parameters, e.g., molar mass, size, density,
diﬀusivity, surface, aggregation, conformation, or shape.13 In
the past, a RI or UV detector was attached to FFF and the
hydrodynamic radius as well as the molar mass was obtained by
a calibration with standards or applying FFF theory. As
nonideal eﬀects, like membrane interactions or self-interaction
of the sample, lead to deviations from the theoretical
approach,14 FFF was limited to a few applications. In 1984,
M. Martin reported the ﬁrst coupling of an online light
scattering detector.15 As it was now possible to obtain
independent information about size and molar mass, greater
attention was paid to these techniques.16 Nowadays, a
multiangle laser light scattering (MALLS) or dynamic light
scattering (DLS) detector is commonly used for the analysis
during the fractionation process.17,18 In contrast to traditional
batch DLS or SLS, the prior fractionation by AF4 allows the
investigation of complex heterogeneous and polydisperse
mixtures. As the intensity of scattered light scales with r6,
smaller analytes are mostly discriminated in batch light
scattering, if larger populations as aggregates are present in
solution. This often results in misleading distributions or
averages and prohibits quantiﬁcation of single populations. This
can be circumvented by the prior fractionation by AF4. The
biggest drawback of light scattering based detectors is their
limited application for small particles/macromolecules. For
MALLS, a radius of gyration of at least 10 nm is necessary due
to the uniform scattering of small particles. In general, a
MALLS detector ranges from around 104 to 109 g mol−1 or
from around 10 to 1000 nm radius, depending on the refractive
index increment (∂n/∂c) and the number of angles where the
intensity of the scattered light is measured. Because of the fact
that the intensity of scattered light scales with r6, high
concentration of small particles/macromolecules have to be
injected, which can lead to separation problems or particle−
membrane interactions. If the characterization is not adequate
by the detection techniques mentioned above, other methods
can easily be coupled online or oﬄine to AF4 as far as the
sample concentration is suﬃciently high. This includes
inductively coupled plasma mass spectrometry (ICPMS),19,20
laser-induced breakdown detection (LIBD),21 viscosimetry,
infrared detection,22 nephelometric turbidity,23 ﬂuorescence
spectroscopy, X-ray ﬂuorescence analysis (XFA),24 nuclear
magnetic resonance spectroscopy (NMR), small-angle X-ray
scattering (SAXS),25,26 electron microscopy, light microscopy,
as well as diﬀerent variations of mass spectrometry.27
Beside the simple hyphenation to other methods, further
advantages are the automation, the low measurement time, the
easy collection of fractions, and primarily the absence of a
package material or a stationary phase.28 In classic chromatog-
raphy techniques, such as, e.g., size exclusion chromatography
(SEC), strong forces can act between the stationary phase and
the sample, which can result in considerable (shear)
degradation, irreversible adsorption, coelution, or denaturation
Figure 2. Schematic representation of the AF4 principle. The eluent is
pumped from the inlet to the outlet, and the cross-ﬂow is applied
perpendicular to the ﬂow direction. The diﬀerent steps are (A) the
focusing process (stopped ﬂow) and (B) the elution process under
normal mode; part C shows elution under steric conditions.
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of the investigated analyte.29 In contrast, in an empty channel
the applied ﬂow is less tortuous, resulting in lower shear forces
and a very gentle separation method, applicable to very delicate
samples of biological origin like proteins or nucleic acids.30 In
addition, the capability of AF4 enhances with increasing molar
mass without the limitation of an exclusion limit as for SEC.31
A wide range of solvents or buﬀers can be applied, fractionation
can be performed at diﬀerent temperatures, and even complex,
broadly dispersed multicomponent samples can be analyzed
without extensive sample preparation. The possibility to alter
the ﬂow rates quickly and precisely, and thereby to control the
retention behavior, enables the individual tuning for optimal
separation and resolution of each sample. Unfortunately, this
exceptional ﬂexibility of AF4 is also one of the most important
drawbacks as eluent, ﬂow conditions, and single parameters
have to be optimized for each sample. Up until now, this
lessens the advantage in time and prevents AF4 from being
applied routinely as a standard method. As it can be very
diﬃcult to ﬁnd a suitable set of parameters for fractionation, a
list of pharmaceutical relevant samples analyzed in the literature
is presented in Tables 1−4 (Supporting Information), listing
the used membrane, eluent, and detection method (as
described in the respective publication) with short comments
and the corresponding references.
■ ON THE ROAD TO THE RIGHT CONDITIONS
One advantage of AF4 is the use of an empty channel without a
stationary phase, which minimizes shear induced degradation
and reduces interactions with the sample in contrast to SEC.
Nevertheless, there are interactions, mainly with the membrane.
As the sample is mostly located at the membrane surface during
separation, adsorption can become a massive problem in AF4.
Therefore, the choice of an appropriate membrane material and
eluent is crucial and often time-consuming. Various membrane
materials are available, e.g., regenerated cellulose (RC),
cellulose triacetate (CTA), poly(ether sulfone) (PES),
polypropylene (PP), polyamide (PA), polycarbonate (PC), or
polyvinylidene diﬂuoride (PVDF), diﬀering in their thickness,
surface, surface charge, smoothness, and mechanical as well as
chemical stability. The eluent and the sample have to be
compatible with the membrane to reduce adsorption eﬀects. If
interactions with the membrane cannot be avoided or lead to
massive adsorption and sample loss, the addition of a surfactant
like Triton X-100, sodium dodecyl sulfate (SDS), cetyltrime-
thylammonium bromide (CTAB), or diﬀerent polysorbates
(Tween) could be beneﬁcial.32 This eﬀect is mainly based on
membrane conditioning by binding of the surfactant on the
membrane surface. If irreversible adsorption of a sample occurs,
instead of the use of surfactants, a presaturation of the
membrane can be achieved by injection of a small amount of
sample on a fresh membrane. This conditioning leads to the
formation of a monolayer of adsorbed sample on the
membrane and a higher mostly constant recovery for further
experiments with the same sample.28,33 Buﬀers to adjust the pH
value or addition of salts to increase the ionic strength also
inﬂuence the retention behavior and aﬀect possible interactions,
in particular when charged samples are investigated.34,35 This is
due to electrostatic interactions between the analyte itself and
between the analyte and the membrane.36−38 The chosen buﬀer
and the resulting pH inﬂuence the net-charge of the sample
material and the membrane by (de)protonation of basic or
acidic groups. Hence, the attractive or repulsive electrostatic
interactions are aﬀected and elution times correlate well with
the zeta potential of the sample.37,39 If membrane and sample
are oppositely charged, attractive electrostatic interactions will
occur, leading to late elution, immense adsorption eﬀects, or
aggregation. For a similarly charged membrane strong electro-
static repulsion occurs, which results in the movement of the
analyte in a larger characteristic distance to the accumulation
wall. Thus, faster streamlines are occupied by the sample,
leading to a fast elution. The same repulsive electrostatic forces
are present between the charged particles/macromolecules
itself, inducing a high exclusion volume and a stretching of
similar charged chains. Both inﬂuences the retention time and
increases the eﬀect of band broadening. An increase of the ionic
strength by adding salts shields electrostatic forces and can help
to reduce these eﬀects.40,41 In contrast, if the ionic strength is
high and electrostatic repulsion negligible, aggregation of the
sample can occur due to dominating van-der-Waals forces.
Furthermore, interactions between hydrophobic spots on the
Figure 3. Inﬂuence of AF4 parameters on the retention of liposomes. Fractogram of mTHPC containing POPC liposomes at (A) diﬀerent cross-ﬂow
rates (power function gradient with diﬀerent exponents a) and (B) diﬀerent focusing time (the diﬀerence in elution time corresponds to the diﬀerent
focusing times). Detector ﬂow 1.2 mL/min, focus ﬂow 3 mL/min for all samples, 500 μm spacer. The initial cross-ﬂow was set to 2 mL/min and
reduced with a power function gradient within 60 min to zero. Afterward cross-ﬂow was kept constant at 0 mL/min to ensure complete elution (a =
0.3 for part B). For varying cross-ﬂow exponents, the focusing time was set to 10 min.
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membrane and hydrophobic domains of the sample (e.g.,
hydrophobic side chains or backbone) can occur. In particular,
proteins are known to adsorb on surfaces when a pH near the
isoelectric point (pI) of the protein is used, where no signiﬁcant
electrostatic force is present.42 All these adsorption eﬀects
disturb accurate quantiﬁcation of analytes and render AF4 a
more qualitative technique. Furthermore, salts as well as neutral
excipients can have speciﬁc eﬀects on the interactions taking
place in the channel, e.g., complexation of cations by
poly(ethylene glycol) (PEG) samples.43,44
Besides, four ﬂow rates have to be optimized for a standard
AF4: the inlet ﬂow rate, the focus ﬂow rate, the cross-ﬂow rate,
and the detector/outlet ﬂow rate. Most attention has to be paid
on the choice of cross-ﬂow and its scheduling, as it inﬂuences
the distance between the sample and accumulation wall.36 The
general inﬂuence is represented in Figure 3A for m-
tetrahydroxyphenylchlorin (mTHPC, temoporﬁn) containing
1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (POPC)
liposomes, showing that an increase of the cross-ﬂow increases
the retention time and enhances the fractionation. Anyhow,
very high cross-ﬂow rates could induce a sample loss by
adsorption during the fractionation process, leading to lower
mass recoveries.45 In addition, the dilution of the sample, taking
place due to the better fractionation, might be a problem as it
decreases the signal-to-noise ratio during detection. In contrast,
a very low cross-ﬂow rate will result in a larger void peak and
inadequate fractionation. An increase of cross-ﬂow also leads to
a higher concentration of the sample within the focus zone.
This will increase the sample−sample interactions, which can
result in aggregation or, in the case of polymers, entanglements
of chains.46 Beside the cross-ﬂow, the focus ﬂow (more
precisely the ratio of inlet and focus ﬂow) is highly important,
as it is responsible for the formation of the focus zone and the
steady-state distribution of the particles/macromolecules with-
in. With increasing focus ﬂow/decreasing inlet ﬂow, the focus
zone is located closer to the sample inlet. For adequate
focusing, a certain focusing time is necessary.5 If the focusing
time is too short, the sample is not relaxated and the steady-
state distribution is not achieved. This can lead to peak
broadening, inadequate fractionation, and an increase of the
void peak. In contrast, a high focusing time increases the local
concentration of the sample and its self-interactions as well as
the interactions with the membrane. Additionally, for
aggregation sensitive systems like antibodies or their con-
jugates, diﬃculties arise as they tend to show aggregation/self-
association or deaggregation in dependence of the cross-ﬂow
and focus conditions.47 In Figure 3B, the inﬂuence of the
focusing time on the fractionation of mTHPC containing
POPC liposomes is shown (compare ref 36 for DPPC/DPPG
liposomes). It can be seen that with increasing focusing time,
the void peak is reduced. Considering all nonideal aspects, the
inﬂuence of the ﬂow conditions has to be investigated and
adapted individually for each sample to ensure a proper
separation.45
■ NANOMEDICINES IN THE CHANNEL
Synthetic Systems: Nanoparticles. Diﬀerent types of
nanoparticles (NP) are under investigation for manifold
pharmaceutical applications.1,3,48,49 Novel polymeric nano-
particles or nanogels50 were used for drug or gene delivery,
i.e., incorporation of hydrophobic drugs. This encapsulation
often improves the bioavailability, stability, and solubility of the
drug. Furthermore, magnetic metal nanoparticles, quantum
dots, or the incorporation of dyes, contrast agents, or magnetic
materials into polymer or silica particles provides access to
nanosized diagnostic and imaging tools.51−53 For application of
nanoparticles in a biological environment, precise knowledge
regarding particle size, size distribution (polydispersity),
particle density, surface, and particle shape is important as
these key factors inﬂuence, among other things, biodistribution
and the accumulation in tissues or the cellular uptake.54,55
Moreover, the particle size inﬂuences properties like the optical,
electrical, or magnetic behavior of the nanoparticle itself (e.g.,
surface plasmon resonance).56 AF4 oﬀers the possibility to yield
accurate size distributions at high resolution, without the
problem of discriminating smaller particles as in batch DLS. If
nanoparticles are present in a heterogeneous system containing,
e.g., aggregates or other colloidal substances, AF4 enables the
possibility to separate and characterize the individual
components in a single experiment. In comparison with
classical membrane separation techniques or preparative
ultracentrifugation, this is advantageous in terms of time and
resolution. As an illustrative example, Winter and co-workers
investigated gelatin nanoparticles as a drug delivery agent
loaded with an antibody fragment and a granulocyte colony
stimulating factor (G-CSF) as model protein drugs.57 The
preliminary characterization of the gelatin raw material
conﬁrms the advantage of AF4 to be a gentle separation
technique.58 In contrast to SEC, where raw gelatin with a molar
mass of around 102 kg mol−1 was partially degraded due to high
shear forces or elute close to the exclusion limit, it could be well
characterized in a nondestructive way by AF4. After intensive
optimization of the fractionation parameters, the AF4 study of
the gelatin NPs reveals accurate information on size (150−300
nm) and polydispersity, whereas batch DLS suggested just a
monodisperse sample.57 Furthermore, AF4 enables the accurate
determination of the loading (encapsulation) eﬃciency of drug
carriers. If the drug itself is a macromolecule, e.g., a protein, it
can be separated from the nanoparticles. The area under the
curve (AUC) of the detector signal (RI/UV) of the unloaded
protein enables the calculation of its concentration. In this
context, AF4 is also usable to examine storage and time stability
of nanoparticles, as changes in concentration, drug release, and
size due to degradation or aggregation will be visible in the
fractogram. Prerequisites for this method are baseline
separation from the void peak, quantitative elution of the
sample, and the absence of any adsorption phenomena. A
similar issue belongs to the determination of the degree of
surface modiﬁcation, e.g., by grafting of polymers on nano-
particles or colloids. For example, the degree of PEGylation of
nanostructures can be easily determined by direct fractionation
of the reaction mixture (e.g., separating the residual PEG from
the PEGylated nanoparticles) and subsequent integration of the
UV/RI signal.59 In the case of low molar mass drugs/dyes, the
eﬃciency of drug loading cannot be determined directly as the
unbound drug will not be retained by the membrane and the
UV/RI signal of the encapsulated drug cannot be used. This is
due to the dependence of the extinction coeﬃcient on the
molecular environment, which is, for example, diﬀerent for the
aqueous environment outside and the hydrophobic surround-
ing inside the nanoparticles.60,61 Up until now, two possibilities
are known to address this problem. On the one hand, the
maximal loading capacity can be accessed by AF4 analysis of a
series of nanoparticles with varying amounts of a drug.
Assuming that all drug is incorporated, the maximum number
of drug molecules per nanoparticle can be calculated.61 On the
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other hand, an additional UV detector can be coupled to the
waste-line of the cross-ﬂow outlet to quantify the amount of
residual unbound drug, permeating through the membrane
during the focusing period.62 Unfortunately, the establishment
of such a method requires an intensive optimization procedure,
to ensure that no free dye is adsorbed or retained on the
membrane.63 However, in our opinion AF4 represents a
potential alternative to study also the encapsulation of low
molar mass drugs into drug delivery systems.
Polymeric Self-Assemblies and Macromolecules. Sim-
ilar to nanoparticles, deﬁned polymer architectures or self-
assembled structures of amphiphilic polymers can be used to
encapsulate and deliver drugs or dyes. Manifold systems
investigated by AF4 are known in literature, e.g., polymeric stars
with varying number of arms and arm length,64 dendrimers,
micelles,65 vesicles, or other morphologies formed by self-
assembly of co- or terpolymers.66−68 Temperature responsive
polymers, showing a lower critical solution temperature
(LCST), were also investigated for drug delivery applications.69
An illustrative and comprehensive example was given recently
by Lederer et al., who investigated maltose decorated lysine-
dendronized maleimide copolymers of diﬀerent generations.62
The glycosylation by maltose increases the biocompatibility and
allows active targeting of cells. A strong dependency of size and
shape on pH, generation number, and concentration was found
for the dendronized maleimide polymer due to the protonable
amine groups. AF4 together with molecular dynamic
simulations, AFM, and cryo-TEM could show that at low
generation numbers coil-like structures were obtained, while
worm-like structures were observed at higher generations.
Information on the conformations/shape could either be
obtained by AF4 and calculation of the shape ratio ρ (the
ratio of the radius of gyration Rg and the hydrodynamic radius
of the particle RH) or application of scaling laws (eq 1) to the
MALLS/DLS data of the fractionation.70−72 If the radius of
gyration Rg (or RH) is plotted against the molar mass M in a
double logarithmic plot, the slope of the curve, ν, provides
information about the conformation/shape of the macro-
molecule (K is a constant).
=R KMvg (1)
An example is shown for generation zero of the maleimide
copolymer in Figure 4. At pH 7 a slope of 0.67 is obtained,
corresponding to a coil-like conformation, whereas a value of
0.25 at pH 11 correlates with dense and globular structures.70
At pH 3.5, two conformations seem to be present, a low molar
mass rod-like (ν = 0.98) fraction and a dense, still anisotropic,
high molar mass fraction (ν = 0.45) (a sphere would have a
value of 0.33). This shows impressively how AF4 enables a full
characterization according to size, shape/conformation, and
molar mass, also for dendrimers of high molar mass, where
other methods like SEC or MS suﬀer from problems.
The delivery of genetic material, e.g., plasmid DNA (pDNA)
or small interfering RNA (siRNA) represents a promising
strategy for the treatment of genetic diseases by expression of
transferred proteins or inhibition of protein synthesis.73,74
Therefore, gene carriers, which are able to deliver nucleic acids
into eukaryotic cells, are in the focus of scientists since
decades.75,76 Common nonviral systems for this approach are
complexes based on cationic polymers (polyplexes) or lipids
(lipoplexes).77−79 As crucial characteristics as cytotoxicity,
cellular uptake, or transfection eﬃciency strongly depend on
physicochemical parameters like polymer molar mass and
architecture, a detailed characterization of the used polyelec-
trolytes and the formed polyplexes is mandatory. In particular,
the determination of the molar mass of cationic polymers is still
challenging. For example, SEC is problematic due to strong
interactions of the polyelectrolyte with the stationary phase and
the lack of suitable standards.80 Other methods like light
scattering or nuclear magnetic resonance (NMR) spectroscopy
just provide average values and no information about
polydispersity. Here, AF4-MALLS can overcome some of
these challenges enabling the determination of accurate size and
molar mass distributions of the used polymers and formed
polyplexes.81 A detailed study on polyplexes prepared from
pDNA and rhodamine B labeled chitosan was performed by Ma
et al.82−84 The most important challenge for successful AF4
separation and analysis of gene carriers is the establishment of
an eluent composition and membrane material suitable for such
heterogeneous mixtures, containing a cationic polymer, anionic
DNA/RNA, and complexes of diﬀerent net-charge (depending
on the mixing ratio). Therefore, the membrane has to be
compatible with diﬀerent charges and varying degrees of
hydrophobicity of all components to ensure proper retention
and negligible sample adsorption. In the present case, this
problem was solved by an amphiphilic RC membrane and an
acetate buﬀer (pH 4). Fractograms of the polyplexes and pure
chitosan are shown in Figure 5.83 The ﬁrst peak is associated
with the free chitosan, while the second peak is related to the
formed polyplexes. Here, AF4-MALLS-DLS has the out-
standing advantage to characterize the polyplexes in terms of
size and shape and to separate and quantify the free polymer in
a single experiment. In contrast, traditional methods as
ultracentrifugation are more time-consuming. Anyhow, results
from both methods are in excellent agreement.83 In particular
for polyplexes, the accurate determination of the amount of free
polymer is inevitable, as far as it inﬂuences the cytotoxicity and
the transfection eﬃciency and reveals information about the
composition and the virtual N/P ratio (nitrogen to
phosphorus) realized within the polyplexes.85
In the work of Ma et al., all polyplexes prepared with a N/P
ratio of 3−15 (at mixing) resulted in a virtual N/P ratio of 1.3−
1.6. As mentioned above, information about shape of the
polyplexes can be obtained by calculation of Rg/RH. Dependent
of the molar mass, structure, and concentration of the single
Figure 4. Scaling-law relationships obtained by AF4 of a maleimide
copolymer at diﬀerent pH. Reprinted from ref 70. Copyright 2012
American Chemical Society.
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components, values between 1.0 and 1.5 were obtained for the
polyplexes, indicating a conformation ranging from a soft
“Gaussian” sphere up to that of a polymeric star. In agreement
with previous studies, the authors suggested that the polyplexes
form spherical clusters with unbound chitosan loops or tails on
the surface.83 The merit of AF4-MALLS-DLS in this case is that
information about shape/conformation can be assigned to each
fraction of the whole sample in a fast and reliable manner,
which allows the identiﬁcation of diﬀerently shapes species in a
solution or population. To prove AF4 results, a fraction
collector can easily be coupled to the system and the fractions
can be analyzed by other techniques, e.g., scanning electron
microscopy (SEM) (Figure 6).84
Liposomes. Biological systems related to nanomedicine
involve biotherapeutics, proteins, viruses, virus-like-particles
(VLP), and liposomes. Liposomes are phospholipid vesicles,
which can contain hydrophilic substances encapsulated into the
inner aqueous core and/or lipophilic drugs incorporated into
the phospholipid bilayer, both, separate, or simultaneously.86
The ﬁrst liposomal and nanoscaled drug delivery system that
received regulatory approval by the FDA in 1995 was Doxil
containing the anthracycline antibiotic doxorubicin for the
treatment of Kaposi’s sarcoma.87 Today, various liposomal drug
delivery systems are already FDA-approved for clinical use.88
Size and size distribution are thereby the two key factors during
the development of liposomal formulations. While smaller
liposomes can decrease complement recognition and improve
bioavailability, larger liposomes can increase the drug pay-
load.89,90 One possibility to access these drug distributions and
drug recovery in liposomes is the use of radioactive double
labeling and fractionation by AF4 combined with subsequent
analysis via liquid scintillation counting (LSC).36 In a study of
Kuntsche et al., the recovery rate of the lipid component is
usually over 90%, while the recovery rate of the incorporated
drug is highly dependent on its octanol−water partition
coeﬃcient (log P). For the lipophilic photosensitizer
mTHPC, a recovery rate of at least 82% was measured.
However, the recovery rates for other drugs like testosterone
(11%) and corticosterone (2%) were much lower, pointing out
a possible drawback of AF4.36 Traces of all drugs were detected
in the membrane, and testosterone as well as corticosterone
were found in the cross-ﬂow outlet too. It can be supposed that
there is some kind of “washing out phenomena” due to the high
dilution and membrane interactions during AF4 analysis. For
EPC (egg phosphatidylcholine) liposomes, Hupfeld et al.
assumed that sample loss and delay in elution were caused by
adsorption phenomena. Probably, there are “reactive spots” on
the membrane with an increased interaction between liposomes
and the membrane as visualized by membrane photographs
after injection of rhodamine labeled phosphatidylethanolamine
liposomes.91 During a sequence of injections, adsorption
becomes less prominent and the AUC is increasing until a
constant elution behavior is obtained. Obviously, a certain
amount of liposomes is necessary to saturate those spots whose
quantity ﬂuctuates between diﬀerent membranes.91 Interest-
ingly, Kuntsche et al. could not observe this eﬀect for DPPC/
DPPG liposomes.36 Moreover, by studying the drug to lipid
ratio by AF4, it was recently shown that the incorporation of
membrane additives into ﬂuid state liposomes composed of
POPC and POPG can lead to a change of bending stiﬀness of
the lipid bilayer.92 As smaller liposomes show in principal a
Figure 5. AF4 fractogram of chitosan/DNA polyplexes at diﬀerent
DNA concentrations (gray, 0 μg mL−1; red, 82 μg mL−1; black, 164 μg
mL−1; N/P, 5). (A) Absorbance at 260 nm, (B) Rayleigh ratio at 90°
(lines) and hydrodynamic radius (symbols). Reprinted from ref 83.
Copyright 2010 American Chemical Society.
Figure 6. (Left) AF4 fractogram of chitosan/DNA polyplexes. (Right) ESEM images of collected fractions at indicated time intervals. It can be seen
that AF4 and ESEM results are in excellent agreement. Reprinted from ref 84. Copyright 2010 American Chemical Society.
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higher curvature than larger ones, this will result in a selective
partitioning of bilayer additives with respect to the liposome’s
size. A comparison of AF4-MALLS with LSC of the individual
fractions showed that cholesterol is enriched in larger (less
strongly curved) liposomes as it rigidiﬁes the host membrane.
Contrary, mTHPC softens the membrane leading to an
increased accumulation in smaller liposomes.92
Proteins and Viruses. Another application of AF4 is in
protein separation, particularly for biotherapeutics. These
formulations comprises a worldwide annual volume over
$110 billion, including blockbusters such as adalimumab
(Humira, AbbVie, $3.5 billion in 2011), inﬂiximab (Remicade,
Centocor, $3.5 billion in 2011), and etanercept (Enbrel,
Amgen, $3.4 billion in 2011).93 AF4 represents a well-suitable
method for the challenging task of fast and reliable character-
ization for formulation development and to ensure drug safety
of biotherapeutics.94−96 After careful optimization of the eluent
composition, AF4 enables an accurate quantiﬁcation of
monomer content and associates/aggregates in protein
formulations as it allows a separation/characterization over
the entire size range of a few nanometer to several
micrometers.97 For example, Veurink et al. investigated the
aggregation breaking eﬀect of diﬀerent anti-inﬂammatory
corticosteroids, (e.g., dexamethasone phosphate) on the
angiogenese inhibitors bevacizumab (Avastin, Roche) and
ranibizumab (Lucentis, Novartis).95,96 By using AF4, it was
possible to show that the addition of corticosteroids reduces
dimer and trimer content and, therefore, stabilize the antibody
remarkably. Furthermore, AF4 can provide a closer look into
the aggregation behavior concerning aggregates shape. Utilizing
the shape ratio obtained by AF4-MALLS-DLS, the shape of
diﬀerent aggregates can be related to their biological eﬀect. An
impressive example was given by Silveira et al., who investigated
the relationship between infectivity, converting activity, and the
size and shape of protease resistant prion protein (PrPres)-
containing aggregates.98 It could be shown that highest speciﬁc
infectivity and highest speciﬁc converting activity was attributed
to nonﬁbrillar particles of about 17−27 nm, correlating to a
molar mass of 300−600 kDa and a fairly compact, spherical or
ellipsoid form (Rg/RH = 0.9). Larger aggregates (50−230 nm)
showed substantially lower activities and Rg/RH increases up to
2.35 indicating the formation of highly extended structures like
ﬁbrils, whereas smaller oligomers with ≤5 monomers revealed
no visible infectivity and almost no converting activity.99 These
ﬁndings could provide new insights for the treatment of PrP
related diseases. As AF4 works without a stationary phase,
mechanical or shear stress on proteins (typical for SEC
measurements) is minimal and the biological activity of such
delicate samples can be preserved.100 Moreover, an eluent
similar to the native medium or formulation buﬀer can be used
to preserve the native state of the protein, which is usually not
possible using methods like density gradient ultracentrifugation,
a standard technique for this purpose.101,102 Besides, SEC often
requires high ionic strengths in order to avoid interactions with
the stationary phase, which inﬂuences the protein conforma-
tion, too.
AF4 is also capable to separate complex samples like human
serum and its components.27,103,104 In this ﬁeld, also manifold
progress concerning technical developments can be observed.
For example, Yohannes et al. used a miniaturized AF4 with a
total volume of 0.25 mL to study lipoprotein aggregation and
fusion and they were able to separate the diﬀerent lipoprotein
classes, including the HDL-subclasses HDL2 as well as
HDL3.
105 For lipoprotein particle detection in serum samples
of patients with coronary artery disease (CAD), Lee et al.
established a guard channel washing process, which enabled the
depletion of smaller proteins leading to a reduced membrane
contamination.106 An online coupling of AF4 and a dual
enzymatic reaction system to detect cholesterol and triglyceride
was presented by Qureshi et al. and Rambaldi et al.103,107 After
a miniaturized AF4 serum separation, the channel-ﬂow was split
into two lines and enzymatic reagents to determine cholesterol
and triglyceride levels were pumped into the respective line,
which acted as an enzymatic reactor. Validation of the system
revealed results comparable with standard enzymatic reactions
and the literature.108 Furthermore, the coupling of chip-type
AF4 and electrospray ionization tandem mass spectrometry
(ESI-MS-MS), recently shown by Kim et al., provides
additional information and enables a high-speed screening of
speciﬁc lipids contained in blood serum and lipoproteins (top-
down lipidomic analysis).27,109 Finally, a two-dimensional
separation method using an online multilane channel system
for isoelectric focusing (IEF) and AF4 was developed by Kim et
al. in order to analyze human urinary proteomes.110,111 The
experimental setup is shown in Figure 7. First, proteins were
separated according to their isoelectric point by mixing the
sample with ampholyte solution and injection into the IEF
segment. When IEF separation was completed, the bands were
transferred to the AF4 channels through six outlets. After
validation of the system by separating a mixture of various
protein standards with known size and pI, human urinary
proteomes were separated, fractions were collected and further
analyzed by ESI-MS/MS after tryptic digestion. The authors
could identify 245 urinary proteins, thereof 110 unknown.110
Last but not least, McEvoy et al. developed a method for virus
counting utilizing AF4.112 A sample of known concentration of
inﬂuenza virus was separated and the particle sizes as well as the
aggregation states were determined. It was demonstrated that a
method to count spherical particles can be applied to quantify
the total amount of disaggregated virus species. Calculations
revealed a total number of 2.79 × 1010 virus particles per
Figure 7. Schematics of a multilane AF4 channel for IEF-AF4. First
the proteins are separated by IEF. Afterward, protein bands are
transferred to each of the six channel lanes for separation by AF4.
Reprinted from ref 111. Copyright 2009 American Chemical Society.
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experiment, which corresponds to a deviation of only 1.9%
compared with the theoretical value of 2.9 × 1010.
■ CONCLUSION AND OUTLOOK
As presented, AF4 is still further emerging and shows great
potential for pharmaceutical laboratories as it represents a
highly ﬂexible and powerful analytical technique applicable to
nearly all ﬁelds in life sciences, in particular nanomedicine. For
drug and gene delivery, the power of AF4 is the gentle
separation of polymeric nanoparticles or self-assembled systems
from residual polymer, aggregates or drug/dye without
disturbing the self-assembled structure and simultaneously
characterization. Several advantages and applications were
discussed. The missing of a stationary phase reduces
interactions and adsorption eﬀects and enables analysis of
highly sensitive samples like biotherapeutics or polyplexes
under biological relevant conditions. Moreover, the separation
channel is simple in physical terms and experimental
parameters can be adjusted easily. Furthermore, the possibility
to use nearly any aqueous or organic solvent, a broad separation
range from 1 nm to 100 μm, and the easy coupling to analytical
techniques like MALLS or ICPMS renders AF4 a powerful
method for separation and characterization of fragile and
complex mixtures.2,113 Comparison with batch techniques like
DLS, SLS, and others shows that an analysis including a
fractionation in the starting phase of a project provides a better
understanding of the investigated system, avoiding misinter-
pretation due to average values or the presence of aggregates.
Nevertheless, some drawbacks and challenges do exist. Up until
now, AF4 is more laborious, expensive to use, and not routinely
available in analytical laboratories. Additionally, almost every
study needs also alternative particle characterization techniques
(e.g., electron microscopy) in parallel to obtain full insight into
the investigated system. Besides, even if the general range of
AF4 scales from 1 nm to several μm, the separation of particles
in one sample with larger diﬀerences in size will lead to peak
broadening and a loss of resolution and might be impossible
(more than a factor of 50 in size) in a single experiment. The
optimization procedure of all parameters, necessary for each
sample, limits the advantage of a short measurement time and is
in conﬂict with the establishment of AF4 as a routinely applied
standard method like SEC. An awareness of possible sample
loss due to adsorption on the membrane is highly
recommended. Furthermore, the interaction with the mem-
brane often aﬀects the retention behavior, which might lead to
peak broadening or tailing, perturbation of the separation of
compounds, or complete retaining of single particles/macro-
molecules. Particle−membrane interactions are also a major
problem for accurate quantiﬁcation of single fractions. In
particular, for mixtures of compounds, where charge and
hydrophobicity diﬀer, extensive screening of diﬀerent mem-
branes and eluent compositions is often required. This presents
a grand challenge for manufacturers as there is a need for
improved membranes, especially designed for FFF applications,
providing a ﬂat and smooth surface with uniform pore sizes and
surface charge. Further developments will also include new
channel designs like hollow-ﬁber ﬂow ﬁeld-ﬂow fractionation
(HF5) or miniaturization of AF4 channels for saving solvent,
time, and sample material.114,115 Moreover, modiﬁcations like
“frit-inlet”,116 where a part of the top wall is substituted by a
permeable frit thereby avoiding a focus procedure or “frit-
outlet”,117 where a frit at the end of the channel removes the
upper part of the outlet stream, leading to higher detector
concentration (enrichment factors of around 3−6) become
more and more established in the last years. From our point of
view, there is also a trend in studying highly heterogeneous
systems, e.g., nanoparticles, polyplexes, or liposomes and their
interaction with human blood serum or cell culture media
relevant for biotechnology related issues. This can reveal
information about the formation of protein corona, a topic
which is paid increasing attention and AF4 can help to
understand how drug/gene delivery systems behave in a natural
environment like the human body. However, the interest in
AF4 is still growing and AF4 will help to understand and
analyze systems, where other methods are inadequate. Once the
method is established, AF4 is a multifunctional technique for
separation and characterization of nearly all nanosized soft and
hard matter in a short time. In particular, in the ﬁeld of
nanomedicine, AF4 helps to analyze small changes in size
distribution or drug loading eﬃciency, which are important
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Purpose: In the present study we introduce an efficient approach for a size- based 
separation of liposomes from plasma proteins employing AF4. We investigated vesicle 
stability and release behavior of the strongly lipophilic drug temoporfin from liposomes in 
human plasma for various incubation times at 37 °C.
Methods: We used the radioactive tracer cholesteryl oleyl ether (COE) or dipalmitoyl-
phosphocholine (DPPC) as lipid markers and 14C-labeled temoporfin. First, both lipid labels 
were examined for their suitability as liposome markers. Furthermore, the influence of 
plasma origin on liposome stability and drug transfer was investigated. The effect of 
membrane fluidity and PEGylation on vesicle stability and drug release characteristics was 
also analyzed.
Results: Surprisingly, we observed an enzymatic transfer of 3H-COE to lipoproteins due to 
the cholesterol ester transfer protein (CETP) in human plasma in dependence on membrane 
rigidity and were able to inhibit this transfer by plasma preincubation with the CETP inhibitor 
torcetrapib. This effect was not seen when liposomes were incubated in rat plasma. DPPC
labels suffered from hydrolysis effects during preparation and/or storage. Fluid liposomes 
were less stable in human plasma than their PEGylated analogues or a rigid formulation. In 
contrast, the transfer of the incorporated drug to lipoproteins was higher for the rigid 
formulations. 
Conclusions: The observed effects render COE-labels questionable for in vivo studies using 
CEPT-rich species. Here, choline labelled 14C-DPPC was found to be the most promising 
alternative. Bilayer composition has a high influence on stability and drug release of a 
liposomal formulation in human plasma.
Abbreviations 
AF4: asymmetrical flow field-flow fractionation; CETP: cholesteryl ester transfer protein; 
COE: cholesteryl oleyl ether; DLS: dynamic light scattering; DPPC: 1,2-Dipalmitoyl-sn-
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glycero-3-phosphatidylcholine; DPPG: 1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphatidylglycerol, 
sodium salt; EPC: L-Į-phosphatidylcholine (Egg Chicken); EPG: L-Į-phosphatidylglycerol, 
sodium salt (Egg, Chicken); EPR: enhanced permeation and retention; HDL: high density 
lipoprotein, LDL: low density lipoprotein; MALLS: multi angle laser-light scattering; mTHPC: 
temoporfin; PCS: photon correlation spectroscopy; RES: reticuloendothelial system; VLDL: 
very low density lipoprotein
Introduction 
Among all drug molecules entering the market or being promising candidates in the research 
pipelines of pharmaceutical companies the percentage of highly hydrophobic, water-insoluble 
drugs is increasing. Hence, solubilisation of hydrophobic substances for mainly intravenous 
application is a formulation task continuously gaining importance. As the number of potential 
solvents is limited by toxicity aspects modern and complex solutions like nanosized drug 
carriers come into focus of present research activities (1).  
Liposomes are one prominent example of nanosized carriers and have been investigated in 
a plethora of publications since their discovery by Alec Bangham in 1961 (2, 3). As their main 
components phospholipids are the elementary part of human membranes, liposomes are 
regarded as biocompatible and safe (4). Due to their amphiphilic nature, phospholipids 
spontaneously form concentric vesicles and liposomes in aqueous environment. Within the 
lipophilic region of these bilayers hydrophobic substances can be incorporated. By the choice 
of lipids, the employment of membrane additives or surface modifications it is possible to 
modify the release profile of the drug formulation (5). Furthermore, liposomes can reach the 
site of action passively by virtue of the enhanced permeability and retention (EPR) effect or 
actively by surface modification with antibodies. Thus, the main applications of liposomes are 
either drug solubilisation or targeting purposes.
If drug solubilisation is the main formulation aim, high liposome stability and stable drug 
incorporation is not required. Here, fast liposome destruction or uptake by the 
reticuloendothelial system (RES) and a rapid drug transfer to lipophilic binding domains such 
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as red blood cell membranes, lipoproteins or albumin may be desired. Small liposomes 
(increased specific surface area) with a liquid-crystalline membrane state (“fluid liposomes”) 
are a possible approach to overcome this issue (6). In contrast, a more ambitious aim is the 
use of liposomal carriers for drug targeting purposes. In this case, highly stable, long 
circulating, non- or late-disintegrating vesicles are needed and the drug should be firmly 
incorporated within the lipophilic core of the liposomal bilayer in order to reach the site of 
action. Addition of cholesterol or PEGylated lipids to the bilayer or the usage of phospholipids 
with a phase transition above the body temperature (“rigid liposomes”) are beneficial for this 
intention (7-9). However, because of a missing protective barrier between drug molecules 
and potential acceptor sites, collision and diffusion mechanisms can lead to an early 
enhanced release of the drug out of the liposomal bilayer. Lipoproteins are quite abundant in 
blood and come immediately into contact with liposomes after their intravenous injection. 
Consequently, recent pharmacokinetic studies have shown that e.g. the lipophilic 
photosensitizer Temoporfin (mTHPC) is rapidly released from rigid liposomes and transferred 
to lipophilic acceptor domains (5, 10, 11). Hence, simultaneous investigations on vesicle 
stability and drug transfer in presence of human plasma in vitro are important tools for the 
understanding of liposomal interactions with physiological fluids.
In order to investigate liposome – plasma protein interactions as a function of time, both 
species need to be separated again after an incubation period. In the past, separation 
methods based on size exclusion chromatography (SEC) (7, 11-13) or density gradient 
ultracentrifugation (8) seemed to be promising approaches to measure these interactions.   
Asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) is another analytical tool for the separation of 
complex samples over a large colloidal size range without the need of a stationary phase. 
Hence, non-specific interactions and shear forces are reduced to a minimum ensuring a 
gentle separation. In AF4, particles are separated according to their hydrodynamic size with 
the smallest particles eluting first. By adjusting various parameters a well-defined separation 
can be achieved within an appropriate time range (14). AF4 already proved its suitability for 
the separation and characterization of human plasma within a short time (15, 16). It has also 
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proven as a successful tool for drug-protein-interactions (17). Likewise, there are several 
publications focusing in depth on the characterization of liposomal formulations (18-20). 
Moreover, there has been a recent study about investigations on drug transfer of the 
lipophilic photosensitizer p-THPP between liposomes of different size ranges via on-line 
detection (21).  
The aim of this study was to show the feasibility of AF4 for a comparably fast and high-
resolving separation of an incubated plasma-liposome sample in respect of time, 
reproducibility and comparability with established methods. Furthermore, we were focusing 
on principal aspects of the experimental design, which may influence such experiments 
extraordinarily. Therefore, first experiments were performed employing a well-known 
liposomal formulation. mTHPC was incorporated either in fluid EPC/EPG or more rigid 
DPPC/DPPG liposomes, which have already been intensively investigated in the past (5, 7, 
10, 11). For analytical purposes, liposomes were labelled by a radioactive lipid label 
indicating liposomal stability and radioactive labelled drug was used as a tracer for the drug 
transfer. In total, the suitability of four lipid labels was compared and difficulties with label 
hydrolysis and enzymatic exchange had to be investigated further. Furthermore, the 
influence of the plasma origin and lipid composition on liposome stability and drug transfer 
was examined. 
Material and methods 
Materials 
The phospholipids L-D-phosphatidylcholine (egg, chicken; EPC) as well as L-D-
phosphatidylglycerol, sodium salt (egg, chicken; EPG, Na) were kindly provided by Lipoid 
GmbH (Ludwigshafen, Germany) and 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DPPC), 
1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol, sodium salt (DPPG, Na) as well as 1,2-
Distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy (polyethylene glycol)-2000] 
(ammonium salt) (mPEG2000-DSPE) by Genzyme (Liestal, Switzerland), respectively. 
Temoporfin (mTHPC; 5,10,15,20-tetrakis (3-hydroxyphenyl)-porphyrine) and 14C-mTHPC 
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were supplied by biolitec Research GmbH (Jena, Germany). The radioactive lipid labels 3H-
cholesteryl oleyl ether (3H-COE), 3H-DPPC and both 14C-DPPC were all purchased from 
Biotrend Chemicals (Cologne, Germany). Lipoproteins, low density (LDL, human) and high 
density (HDL, human) as well as albumin (human), Sudan Black B, Methanol (HiPerSolv 
CHROMANORM® HPLC gradient grade > 99%) and ethanol (AnalaR Normapur®,  99%, 
Ph. Eur. for synthesis) were obtained from VWR International GmbH (Darmstadt, Germany). 
Chloroform (Rotisolv® HPLC), dimethyl sulfoxide (DMSO, ROTIPURAN®, (99.8% p.a.), 
sodium chloride (99.8%), TRIS (Pufferan®, 99.9%, p. a.), sodium azide (99%, p. a.),
hydrochloric acid (2 N), chloroform (ROTISOLV® HPLC) and Rotiszint® Eco plus, a ready-to-
use scintillation cocktail, were all obtained from Carl Roth GmbH & Co. KG (Karlsruhe, 
Germany). D-D (+)-glucose anhydrous was purchased from Roquette GmbH (Frankfurt, 
Germany) and torcetrapib (98%, HPLC grade), a cholesteryl ester transfer protein (CETP) 
inhibitor, from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA), respectively. 
Ultrapure water (RIOsTM 8, Milli-QR Advantage A10R System, Merck Millipore, Merck KGaA, 
Darmstadt, Germany) was employed for preparation purposes and purified water (Millipore 
Direct QTM, Merck Millipore) for size determination measurements, respectively. 
Liposome composition and preparation 
Table I summarizes all prepared and investigated formulations. Principally, fluid EPC/EPG 
liposomes (9:1 (w/w), 20 mg/ml) were compared with DPPC/DPPG liposomes (9:1 (w/w), 20 
mg/ml) representing a formulation with increased bilayer rigidity at 37°C. The hydrophobic 
model drug temoporfin was incorporated into both liposomal membranes at a concentration 
of 8 mol% relative to phospholipids. Traces of 14C-temoporfin (range between 4 to 40 Ci/ml 
liposome suspension) were used as a representative marker for drug transfer. As liposomal 
membrane labels 3H-COE, 3H-DPPC or 14C-DPPC were used. The 14C-atom was either 
located at a fatty acid or the choline methyl group. All formulations were prepared in 5 % 
(w/v) glucose solution (sterile syringe filter, 0.2 m pore size, VWR, Darmstadt, Germany).
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All liposomes were prepared by using the thin lipid film hydration method followed by 
extrusion (22). In brief, lipids and temoporfin were dissolved in chloroform or ethanol, 
respectively. Radioactive labels were already obtained as stock solution in toluol or ethanol. 
All stock solutions were mixed together in a specified ratio and film formation was performed 
by evaporating the organic solvents using a rotary evaporating system (Rota Vapor R-114 
and Vacobox B-177, Büchi Labortechnik GmbH, Essen Germany) and drying the film for at 
least two hours. Rehydration of the dried lipid film was performed by adding glucose solution 
and gently shaking. After an equilibration time of at least 1 hour the resulting dispersion of 
multilamellar liposomes was extruded 41 times through polycarbonate membranes with a 
nominal pore size of 100 nm (Armatis, Mannheim, Germany) employing a hand extruder 
(LiposoFast Basic, Avestin Inc., Ottawa, Canada). The whole preparation process was 
carried out well above the phase transition temperature of the lipids and under light 
protection. The final formulations were stored at 4°C until they were used. PEGylated 
liposomes were purified by ultracentrifugation (Beckman XL80 equipped with a SW 55 Ti 
rotor, Beckman Coulter, Brea, CA, USA) at 200,000 g at 4 °C for 3 h.  
Photon correlation spectroscopy (PCS) 
Size determination was carried out directly after liposome preparation employing dynamic 
light scattering measurements (Zetasizer NanoZS) in the backscattering mode (173°). 
Optimal measurement conditions were indicated by an attenuator index between 6 and 8 and 
achieved by sample dilution with 5% (w/v) glucose solution (sterile syringe filter, 0.2 m pore 
size). The temperature was set to 25°C and a sample viscosity of 1.0600 cP (glucose 5% 
w/w at 25°C) was assumed (23). Measurements were either performed in the manual (four 
runs, each lasting 5 min) or in the automatic (four runs, each with twelve to 16 
measurements) mode. 
Plasma preparation 
Human blood was collected from five healthy volunteers (three male, two female) having 
fasted for twelve hours. Rat blood was obtained from male Wistar rats. The donated blood 
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was centrifuged (Eppendorf 5804R, Eppendorf AG, Hamburg, Germany) at 4500 relative 
centrifuge force (rcf) for 10 min. Aliquots of the obtained plasma were frozen to -20°C and 
thawed on the day they were used. Aliquots were filtered through a 0.2 m RC syringe filter 
(Rotilabo® Mini-Tip, Carl Roth, Karlsruhe, Germany). If not stated otherwise, plasma of one 
male donor was used and samples for investigations on transfer kinetics were prepared by 
mixing 1.5 mol liposomal lipid with 500 l plasma and diluted with buffer to a final volume of 
1 ml (12). Incubation was performed at 37 °C in a water bath under light protection and for 
defined time intervals ranging from 0.5 to 48 h. Afterwards, the sample was applied to the 
separation device as described below. Non-separated sample was kept as a reference. 
Asymmetrical Flow Field-Flow Fractionation (AF4)  
AF4 measurements were performed at 25°C on an AF2000 MT system (Postnova Analytics, 
Landsberg, Germany) coupled to a refractive index (RI, PN 3150), multi-angle laser light 
scattering (MALLS, PN3070), dynamic light scattering (DLS, Zetasizer Nano ZS, Malvern 
Instruments, Herrenberg, Germany) and a variable wavelength (UV/Vis, PN3211) detector. 
The UV/Vis detector was set at a wavelength of 280 nm if not stated otherwise. Data were 
collected at intervals of 0.5 s and evaluated by the AF2000 Control software (version 
1.2.0.19). For size analysis of the liposome fraction using the MALLS-detector, a sphere 
model was used to calculate the radius of gyration (Rg). 
The separation channel was equipped with a trapezoidal spacer with an overall area of 31.6 
cm² and a height of 500 m. A membrane of regenerated cellulose with a MWCO of 10 kDa 
served as accumulation wall. A buffer composition of 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 7.4) and 
0.03% (w/v) NaN3 was used as carrier liquid and for sample dilutions.  
Samples were eluted with a detector flow rate of 1 ml/min. The sample was injected via a 
loop injector with a volume of 20.31 l (specified by the vendor) into the channel during the 
focusing step with an injection flow rate of 0.2 ml/min, a cross-flow rate of 4 ml/min and a 
resulting focus-flow rate of 4.2 ml/min over 12 min. After a transition time of 1 min the cross-
flow was kept constant at 4 ml/min for 18 min and then decreased exponentially within 30 
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min to 0.4 ml/min and within another 10 min to 0.01 ml/min. The cross-flow was kept 
constant at 0.01 ml/min for 15 min and at 0.00 ml/min for another 4 min to ensure complete 
sample elution. Samples were collected for further analyses in 1 ml fractions between 18 and 
82 min. 
To evaluate whether system parameters (e. g. conditions during the elution or focus step) 
have an influence on drug transfer and to determine the experimental time point t = 0 as 
realistically as possible liposomes and human plasma were mixed when starting the 
separation by injecting them separately. Therefore, an equivalent amount of human plasma 
was injected into the AF4 channel as described above. Subsequently, the injection loop was 
opened again after 2 minutes and an equivalent amount of liposome formulation was 
injected. The sample was focused for 10 more minutes and separated as described above.
Lipoprotein staining and peak identification 
Identification of the peaks for albumin, HDL and LDL was achieved with the help of protein 
standards. According to average human lipoprotein levels (24) and albumin reference ranges 
(25), solutions with a albumin level of 5 g/dl, HDL cholesterol level of 40 mg/dl or a LDL 
cholesterol concentration of 140 mg/dl were prepared, diluted with buffer and separated as 
described above. The resulting elution profiles were compared with the profile obtained for 
human plasma. 
Additionally, human plasma and the standard solutions were stained with Sudan Black B 
according to the following protocol (15): 250l human plasma or a corresponding amount of 
protein standards were diluted with buffer to 500 l. 15 l of 1% (m/v) Sudan Black B in 
DMSO were added and the samples were stirred gently for 20 min. Samples were separated 
with AF4 as described before with the UV/Vis detector set at a wavelength of 600 nm.  
Liposome – plasma protein interactions: Suitability of lipid labels 
For selected formulations the stability in plasmas obtained from five different people was 
investigated. Furthermore, the suitability of various lipid labels as a marker for liposome 
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stability was examined (Table I). To evaluate the effect of hydrolysis of DPPC labels e.g. 
during liposome preparation, storage or incubation on their transfer behavior, stability of 
liposomes traced with two different DPPC labels was investigated after preparation and after 
9 month storage.  
In order to clarify whether the employed lipid label 3H-COE is transferred by CETP or not, 
further incubation experiments were performed with some modifications. First, incubation 
temperature was changed to 4°C. Second, liposomes were incubated with isolated 
lipoproteins (pure HDL or LDL standard solutions as described above). Both standards were 
mixed with liposomes and diluted with buffer separately. Samples were incubated at 37°C for 
two hours in a water bath and subsequently separated by AF4. Third, rat plasma was used 
instead of human plasma. 
CETP inhibition and its effect on lipid and drug transfer 
As a fourth modification, human plasma was pre-incubated with the CETP inhibitor 
torcetrapib (26). For this purpose, 10 L torcetrapib stock solution (5 mM torcetrapib in 
DMSO) was added to 500 l human plasma. This mixture was diluted with buffer as 
described above yielding a final torcetrapib concentration of 50 M ensuring complete 
enzyme inhibition. The inhibitor containing plasma was pre-incubated at 37°C for twelve 
hours. Afterwards liposomes (formulations 2 and 6) were added and experiments were 
proceeded as described above. To evaluate any effect of the solvent DMSO, 10 l of the 
pure solvent was added to 500 l human plasma, diluted with buffer and proceeded as 
described above. Furthermore, the effect on rat plasma and the influence of torcetrapib on 
lipid and drug transfer in rat plasma was investigated using the same protocol. 
Liquid Scintillation Counting (LSC) 
 Samples were transferred to 5 ml scintillation vials and mixed with a ready-to-use liquid 
scintillation cocktail (Rotiszint® eco plus, Carl Roth, Karlsruhe, Germany) in a ratio of 1:2 by 
vortexing the vials for at least 30 sec. As a reference 20 l of non-separated samples and 5 
l of the pure liposome samples were mixed with 500 l buffer and 2 ml cocktail. 
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Radioactivity was determined by LSC using a Tricarb 2800 TR LSC (PerkinElmern, Rodgau, 
Germany). Radioactivity, expressed as disintegrations per minute (dpm), was measured over 
5 min. A blank (500 l buffer in scintillation cocktail) was subtracted from all other samples. 
Data analysis 
The obtained elution profiles (radioactivity as percentage of total applied amount for each 
fraction in dependency of the elution time) were analyzed by Peakfit v4.12 (Systat Software 
Inc., San Jose, California, USA) according to the residuals method. Area of each peak is a 
measure of the amount of lipid and drug content in the fractions. 
Results
Characterization of liposomal formulations 
Table I shows the results of the size analysis. Extrusion of liposomes resulted in a mean 
particle size of approximately 100 nm. Polydispersity indices below 0.1 indicate a narrow uni-
modal size distribution for all formulations. Ultracentrifugation of the PEGylated formulation 
(formulation 3) separated smaller structures into the supernatant, containing 8.8 ± 1.2% of 
the added 14C-DPPC label but only traces of 3H-COE. PEG-PE2000 conjugates are well-known 
to form few mixed phospholipid/PEG-lipid micelles, which co-exist with liposomes as main 
structure (27). The different distribution pattern of both lipid labels between the numerically 
predominant liposomes and the few separated micelles may be caused by their different 
structure. While 14C-DPPC as a phospholipid based label is distributed like normal DPPC
between micelles and liposomes the cholesterol derivative 3H-COE is solely located in the 
liposomes due to the curvature reducing effect of cholesterol (28).
Separation of human plasma and liposomes employing AF4.  
For method development, evaluation and peak identification, standard solutions of albumin, 
HDL and LDL were analyzed separately (Figure 1A). In accordance with these results, the 
separation of pure human plasma revealed the following elution times: albumin (22 min), 
HDL (31 min), LDL (52 min) and VLDL (63 min) (Figure 1B). Peak identity of the lipoproteins 
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HDL, LDL and VLDL was confirmed further by specific staining with Sudan Black B (Figure 
1B). Additionally, on-line DLS measurements of the highly diluted samples revealed particle 
sizes with z-averages of 8.6 nm for albumin, 12.4 nm for HDL, 25 nm for LDL and 44 nm for 
VLDL. In Figure 1C, human plasma and fluid EPC/EPG liposomes containing mTHPC 
(formulation 2) were analyzed separately. Unfortunately, liposomes showed a peak 
maximum at 65 min and hence, co-elute with a potential VLDL-peak. Finally, a representative 
elution profile of an incubated plasma-liposome sample is displayed in Figure 1D. 
Formulation 2 was incubated with human plasma at 37°C for 12 hours. Plasma was pre-
incubated with torcetrapib for 12 hours prior liposome addition. The distribution curves of lipid 
and drug label correlate well with the elution profile and 4 well separated fractions can be 
identified with increasing size as: albumin (1), HDL (2), LDL (3) and liposomes/VLDL (4). 
These fractions showed a more pronounced signal in the MALLS-detector, which is caused 
by lipophilic binding of the fluorescent drug.  
Recoveries were >90% (mean values) for all lipid labels and 83 ± 13% (n=54) for 14C-
temoporfin ensuring a complete sample elution. Traces of mTHPC could be found in the 
cross-flow (8 ± 2%) and absorbed residues could be seen visually on the membrane. In 
principal, recorded elution profiles and evaluation of the obtained data indicate a good 
reproducibility of the experimental results. 
Liposome stability and lipid transfer 
Effect of human plasma origin on liposome stability 
Rigid and fluid liposome formulations (formulation 1 and 4) were double labeled with two 
different lipid labels and incubated with human plasma for 2 hours. The plasma was obtained 
from five healthy donors (3 male, 2 female). Figure 2 shows that only minor gender-specific 
differences and deviations within each group could be found for both lipid labels. The same 
was observed for mTHPC transfer out of rigid and fluid liposomes (formulation 2 and 6) (data 
not shown). 
Suitability of lipid labels 
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The liposome formulations in Figure 2 were simultaneously labeled with 14C–COE, 
representing a cholesterol based derivative and 3H-DPPC, a phospholipid based lipid label. 
Rigid DPPC/DPPG liposomes showed high stability during 2 hours incubation period in 
human plasma with 86.1 ± 1.2% 3H-COE and 88.9 ± 1.1% 14C-DPPC recovered in the 
liposome fraction. Even with increasing incubation time, no difference between 3H-COE and 
14C-DPPC with regard to liposome stability could be observed (Figure 3). In contrast, a 
significant difference between both labels was found in case of the fluid EPC/EPG 
formulation. While only a minor part 3H-COE was left in the liposome fraction (21.7 ± 8.3%), 
the 14C-DPPC label mostly remained in the liposome fraction (73.3 ± 3.7%). These results 
may indicate that there is another prominent transfer mechanism for COE in addition to the 
transfer caused by liposome instability. The addition of 6% mPEG2000-DSPE to an EPC/EPG 
bilayer increased its stability in human plasma (Figure 3). It also reduced the observed 
effects for COE and both employed labels indicate similar stability values. In that case, e.g. 
94.93% 3H-COE and 89.85% 14C-DPPC were recovered in the liposome fraction after 2 
hours incubation time (Figure 3). Slight differences were observed in the transfer pattern of 
both labels. While 3H-COE mainly binds to HDL and to a lower extent to LDL, 14C-DPPC also
binds to albumin. In addition, COE shows a redistribution from HDL to LDL at longer 
incubation times (data not shown). 
Enzymatic transfer of COE 
In order to clarify the reason for the remarkable difference between 3H-COE and 14C-DPPC 
transfer out of EPC/EPG formulations further analysis was focused on a probable enzymatic 
transfer. Reduction of the incubation temperature for formulation 2 to 4 °C could only reduce 
the lipid transfer for incubation times above 2 hours (Figure 4). However, the amount of 3H-
COE found in the liposome fraction remained almost constant for all incubation times (~35%) 
indicating a fast transfer during the separation process e.g. the focus step while the 
liposomes were in general stable at 4°C in human plasma. mTHPC transfer out of the 
liposomes was also reduced by a factor of 3. Due to the reduced temperature the Brownian 
motion is also reduced and hence the diffusion of the drug as well as the collision of 
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liposomes with plasma proteins decreases. Furthermore sample viscosity is increased again 
leading to a reduction of diffusion and collision processes. Additionally, liposomes 
(formulation 1) were incubated with isolated albumin and lipoprotein standards. Here, the 
formulation did not show an enhanced lipid transfer as it was seen after incubation with
“complete” human plasma. 100% of the COE lipid label remained in the liposome fraction 
after 2 hours incubation time of liposomes with pure albumin, 95.06% after incubation with
HDL and 88.83% when the formulation was incubated with LDL. In comparison, the values 
for 14C-DPPC were similar and 95.60%, 89.20% and 94.31% were found in the liposome 
fractions, respectively. 
The most remarkable effect on the observed 3H-COE transfer was caused by the pre-
incubation of human plasma with the CETP inhibitor torcetrapib. Especially EPC/EPG 
liposomes show a distinct increase in the amount of 3H-COEremaining in the liposome 
fraction for each time point (e.g. 96% vs 54% for 0.5 hours and 49% vs 18% for 48 hours 
incubation time). Additionally, the observed redistribution of the lipid label could not be found 
in case of CETP inhibition 
There was also a reduction of 3H-COE transfer (especially after 12 h) in the case of 
PEGylated EPC/EPG (formulation 3) when CETP was added. Generally, transfer of both lipid 
labels was lower for PEGylated as compared to non-PEGylated EPC/EPG liposomes 
indicating that PEGylation increases liposomal stability in human plasma. In pre-treated 
plasma, 84% COE but only 70% of the DPPC label remained in the vesicles. In contrast, 
equivalent amounts of both lipid labels were found in the liposome fraction for longer 
incubation times for non-treated. 
Rigid DPPC/DPPG liposomes (formulation 4) were highly stable in human plasma with 90% 
of the vesicles still being intact after 12 hours. While the values for 14C-DPPC were equal in 
pre- and non-pre-incubated plasma, for the amount of 14C-COE the liposome fraction was 
slightly higher at each time point when torcetrapib was added.
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Figure 3B shows that the enzyme inhibitor had no effect for 14C-DPPC transfer and 
distribution for all formulations. This is also the case for temoporfin (Figure 4B). Finally we 
could show, that DMSO as solvent for torcetrapib had no influence on all transfer results 
(Figure 4).
Rats are deficient in CETP activity (29). To validate these findings, rat plasma with or without 
torcetrapib pre-incubation was mixed with fluid EPC/EPG liposomes (formulation 2) for 48 
hours. Figure 4 shows that the enzyme inhibitor had no effect on the 3H-COE distribution. 
Interestingly, the absolute amount of lipid label and 14C-mTHPC recovered in the liposome 
fraction was significantly higher in rat than in human plasma but the resulting drug-to-lipid 
ratio was nearly equal (0.65 to 0.7) and kept constant after approximately 4 hours incubation 
time.   
Hydrolysis effects of DPPC used as tracer 
DPPC with the label located either on a fatty acid or the choline group have been 
investigated for their suitability as a potential alternative to 3H-COE. Both lipid labels were 
incorporated into a DPPC/DPPG formulation (formulation 5) and the obtained results are 
displayed in Figure 5. The results for the choline labeled 14C-DPPC indicate a liposome 
stability over 80% after 48 hours not altering during 9 month of storage. In contrast, a 
constant amount of the fatty acid labeled 3H-DPPC was initially recovered in the albumin 
fraction after 0.5 hours incubation time. After 9 month of storage these values were even 
increased.
Liposome stability and drug transfer in dependency of the choice of lipids 
Finally, a fluid EPC/EPG and a rigid DPPC/DPPG formulation each loaded with 8 mol% 
temoporfin were compared with respect to liposome stability and drug release in human 
plasma. Plasma was pre-incubated with torcetrapib. The results are shown in Figure 6. Not 
surprisingly, the rigid formulation was always more stable in human plasma than the fluid 
one. 88% of the vesicles were still intact after 48 hours while only 49% of 3H-COE were 
found in the liposome fraction for the fluid formulation. In contrast, the total amount of 
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mTHPC that transferred out of the liposome was higher for DPPC/DPPG liposomes. Here, 
almost 80% of the drug were transferred to lipophilic domains after 48 hours but only 65% of 
the applied liposomal drug were released from fluid liposomes, respectively. Size 
measurements using the MALLS-detector calculated a Rg of the non-incubated fluid 
liposomes of 37.9 nm. After 0.5 hours, incubation time a Rg of 37.4 nm was calculated for the 
liposome fraction, which subsequently decreased continuously over the time, ending in Rg
values of 35.4 nm after 12 and 32.2 nm after 48 hours. This shrinking of the liposomes could 
not be observed for the rigid formulation where the Rg value remained constant at 37.0 ± 0.5 
nm over the entire incubation period. Unfortunately, size measurements in highly diluted 
samples employing MALLS-detection are limited to particles larger than 30 nm. Hence, no 
reliable size data could be obtained for smaller particles such as proteins and lipoproteins.
For the DPPC/DPPG formulation the effect of system parameters (e.g. conditions during the 
focus or elution step) were investigated. The results are shown in Figure 6C and 6D at 
incubation time = 0 hours). While the effect on the 3H transfer was negligible, 11.55% of 
temoporfin were already transferred to lipoproteins.  
Discussion 
Suitability of AF4 for investigations on plasma-liposome interactions 
In the past, the separation of human plasma employing a field-flow technique for further 
analytical purposes was discussed by several groups. Thereby, focus was laid e.g. on 
plasma protein characterization (30), determination of lipoprotein-cholesterol and 
triglycerides (16, 31) or drug absorption (17). In these cases, plasma protein separation was 
achieved within 10 to 60 minutes depending on channel geometry and flow-conditions. 
Separation of liposomes was also achieved within this time range (18-22). However, to our 
knowledge the separation of liposomes from human plasma by AF4 has not been reported in 
the literature yet. This approach adds the challenge of an additional separation of liposomes 
from the lipophilic acceptor domains resulting in a prolonged separation time of 90 minutes.  
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The resulting elution profiles for human plasma are in good accordance to the profiles shown 
in literature (15-17). Peaks for albumin, HDL and LDL are well separated. In the light of the 
experimental conditions (high sample dilution, small particles), particle sizes of these 
fractions measured by on-line DLS measurements are also in agreement with values 
published before (32, 33). Lipoprotein staining with Sudan Black B identified the HDL and 
LDL peaks. The peak between was reported in the literature as IgG (30). Liposomes were 
well separated from the relevant lipophilic acceptor domains. Unfortunately, an overlap in 
size with VLDL made a separation of both fractions impossible. However, previous studies 
have shown that VLDL is not considered as a main acceptor for mTHPC (7, 11, 34, 35). In 
the present study we used plasma obtained from volunteers having fasted for 12 hours 
ensuring low triglyceride levels and the absence of chylomicrons (36), whose elution would 
probably also overlap with the liposome fraction. For the same reason, plasma was filtered 
through a 0.2 m filter to ensure the absence of larger particles.  
In principal, recovery of the sample is strongly dependent on drug lipophilicity (18), which is 
therefore the limiting factor in this kind of study. Recovery rates of the lipid labels and 
mTHPC are in good agreement to similar AF4 studies (18, 21). While only traces of the lipid 
label were found in the cross-flow or were absorbed on the membrane, larger amounts of 
mTHPC could be detected visually on or rinsed through the cellulose membrane. Washing 
out of the drug and sample absorption has already been reported for albumin, free drug (17) 
or drug carrier systems (19, 37) before. The authors recommended a pre-saturation of the 
membrane or addition of surfactants (e.g. 0.005% (m/V) Polysorbate 80®) to the carrier liquid 
to overcome this problem, which occurs mainly for high cross-flow rates as it is the case 
during the focus step. In our studies most dye could be recovered in the area around the 
injection spot. Absorption on the membrane could also result in a transfer of the sample back 
from the membrane to plasma components during the elution. However, our investigations 
have shown that this effect plays only a minor role. 
During the focus step of 12 minutes sample components were concentrated in a small area 
and sample interactions could occur. Our studies with a rigid DPPC/DPPG formulation have 
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shown that 11.55% of the drug were released out of the liposomes and transferred to 
lipoproteins when plasma and liposomes were injected successively. This observed transfer 
is important to consider for short incubation times but can be neglected if the sample was in 
contact with plasma for a longer period before. 
Suitability of COE as a lipid label 
A suitable lipid label for these kind of in vivo or in vitro kinetic studies is incorporated stably in 
the liposomal bilayer, is not metabolized during the whole experimental period and shows no 
additional active or passive transfer behavior.   
Cholesteryl ethers are metabolically stable (38) and have been used as a lipid tracer for long 
time in various in vivo and in vitro studies. Recent studies revealed that this label exchanges 
very slowly between two lipid membranes (39). However, a very high transfer for the lipid 
marker out of an EPC/EPG liposome formulation to lipoproteins in human plasma was 
described previously (7). Investigations in rabbit plasma have shown, that cholesterol esters 
as well as cholesterol ethers are substrates of the CETP with the esters showing a two times 
higher transfer rate (40). Rat plasma is deficient in CETP activity. Hence, it is not surprisingly
that an enhanced 3H-COE transfer was not observed during in vivo experiments in rats (5, 
41).  
Our studies have shown that COE located in fluid liposomal bilayers is indeed a substrate of 
CETP. Hence, no enhanced COE transfer could be observed when liposomes were 
incubated with isolated lipoprotein standards or in rat plasma. The pre-incubation of rat 
plasma with torcetrapib showed also no effect on the lipid label transfer behavior. However, 
preincubation of human plasma with torcetrapib could inhibit the enzyme induced lipid label 
transfer. Torcetrapib binds with 1:1 stoichiometry to CETP and 100% of the protein was 
inhibited at concentrations above 1 M (26). In our experimental setup, this concentration 
was exceeded by far and ensured a 100% inhibition of the protein. In human plasma, CETP 
is mainly bound to HDL and promotes e.g. the redistribution of cholesteryl esters between 
HDL and LDL (42). Thus, it is explainable that 3H-COE showed a first initial transfer to HDL 
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before it was redistributed to LDL at longer incubation times. This redistribution could not be 
observed to that extend when CETP was inhibited.  
CETP induced cholesterol ether transfer was strongly depending on the bilayer composition. 
It was clearly reduced for the DPPC/DPPG formulation and delayed for a PEGylated 
EPC/EPG formulation. Obviously, for these formulations the protein was hindered by the 
rigidity of the bilayer and the PEG-chains to “suck” the lipid label out of bilayer.
Torcetrapib inhibits phospholipid transfer as well (26). However, 14C-DPPC transfer was not 
affected by CETP inhibition. mTHPC is not a substrate of CETP and hence, no effect of 
CETP inhibition was observed..
Further studies are necessary to investigate the effect of the bilayer composition on lipid 
label transfer more in detail. 
DPPC as a potential alternative to COE 
In the past, radioactive phospholipids have been used as lipid markers for investigations on 
interactions between liposomes and plasma components (6, 43, 44). This seems to be a 
reasonable approach as they are original components of the liposomal bilayer. 
However, phospholipids in human plasma are a substrate of the phospholipid transfer protein 
(PLTP). This protein is capable to transport phospholipids from a liposome bilayer to 
lipoproteins such as HDL (44). In order to bind a phospholipid the protein has to disturb the 
membrane locally. Hence, the transfer rate is strongly dependent on bilayer composition or
membrane curvature. Consequently, transfer out of a bilayer in liquid crystalline state is 
easier to achieve in comparison to bilayers in gel state (6, 45). Protein mediated phospholipid 
transfer to lipoproteins can falsify results for liposome integrity (46). In general, active 
exchange processes are unwanted but as PLTP might also play a role in liposome 
disintegration, an inhibition would also influence liposome stability. As kinetic profiles for 
DPPC obtained in our studies were similar to those of COE (in presence of torcetrapib) we 
conclude that these effects played only a minor role. However, further studies are necessary 
to get a better overview. 
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Furthermore, hydrolysis effects also play an important role for the fate of phospholipids in 
human plasma. In principal, hydrolysis of phospholipids is temperature dependent and 
increased at higher temperatures (47). Long-time storage or frequent freezing and thawing of 
phospholipids as well as liposome preparation at higher temperatures can also lead to 
phospholipid hydrolysis. Additionally, hydrolysis processes also occur in human plasma 
either intrinsically or due to enzymatic activity (44). For instance, DPPC can be hydrolyzed by 
lipoprotein lipase (LPL) (48). The resulting lysophospholipids and fatty acids have an 
influence on the stability, bilayer permeability and hence, release behavior of liposomes (49). 
Thus, hydrolysis processes of a phospholipid based label also have to be taken into account 
when being employed as a marker for liposomal stability in human plasma. Depending on the 
location of the radioactive label the behavior after hydrolysis can vary strongly. This was 
confirmed by the DPPC double labeled rigid formulation (formulation 5). DPPC labels with 
the radioactivity located at the choline group show a different transfer behavior after 
hydrolysis processes in comparison to phospholipid labels with the radioactivity located at 
the fatty acid. Free fatty acids show higher affinities to albumin (50). Hence, radioactive 
labeled free fatty acids can be initially transferred to albumin at short incubation times (Figure 
5). This percentage increases with storage time. In contrast, phospholipids as well as 
lysophospolipids are transported in human blood bound to lipoproteins and hence, show 
higher affinities to lipoproteins, mainly HDL in comparison to free proteins (51). Finally,
differences in the transfer behavior of both DPPC markers could be seen not only for 0.5 
hours of incubation time but also for longer incubation times. Fatty acid labeled DPPC 
showed a higher transfer rate in comparison to choline labeled DPPC resulting in an 
apparent lower liposome stability. 
Effect of bilayer composition on liposome stability and drug transfer 
Among the investigated formulations, non-PEGylated EPC/EPG liposomes showed the 
lowest stability in human plasma. Bilayers in liquid crystalline state can be disturbed more 
easily by foreign molecules than bilayers in gel state. Hence, disintegration of vesicles in 
plasma due to interactions with plasma proteins is enhanced for fluid liposomes (44, 45). 
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Here, PLTP induced transport of phospholipids to lipoproteins is only one described 
mechanism. Consequently, the vesicles may shrink in size. We were able to observe this 
effect for the fluid EPC/EPG formulation by on-line coupled size measurements. One 
approach to increase liposomal stability is a change towards gel-phase phospholipids. 
However, it has been shown in several studies that these bilayers are less capable to hold 
the lipophilic photosensitizer mTHPC, which is rapidly transferred to potential lipophilic 
acceptor domains such as lipoproteins or vesicles (5, 10). Therefore, PEGylation of the fluid 
bilayer seems to be a promising attempt to combine both - stability in human plasma and 
retention of the drug in the liposomes. Due to steric hindrance effects, interactions with 
plasma proteins can be reduced in order to achieve an increased blood circulation time (9, 
52). In our case, addition of mPEG2000-DSPE to an EPC/EPG bilayer led to a significant 
reduction of liposome disintegration. Similar studies demonstrated the same effect for similar 
formulations. Here, it was also shown that the addition of phosphatidyl oligoglycerols as a 
potential alternative to PEGylated phospholipids yields in an increased stability in vivo and in 
vitro (5, 11, 35). 
Independently the liposome formulation, mTHPC preferably binds to HDL and LDL during 
incubation due to hydrophobic interactions (53). Binding to albumin is less pronounced and 
only slightly increasing for longer incubation times. Recent studies with a similar 
experimental setup but sample separation by SEC showed a similar release profile of 
mTHPC for a fluid and a rigid formulation (7). Hence, separation of a plasma-liposome 




Our study introduces a novel approach to measure liposome-plasma protein interactions 
based on size by employing AF4. Thereby, we obtained a good separation profile for 
liposomes and the three potential main acceptor domains albumin, HDL and LDL within a 
relative short time of 90 minutes. On-line coupling of various detectors enabled a 
simultaneous analysis of the sample e.g. for size determinations. Furthermore, the effect of 
the bilayer composition on liposome stability and drug release was investigated. As reported 
before, rigid liposomes and PEGylated fluid liposomes showed higher apparent stabilities in 
human plasma than a non-PEGylated fluid formulation. In contrast, the fluid formulation was 
more capable to hold mTHPC within the bilayer. Hence, bilayer composition has a high 
influence on stability and drug release of a liposomal formulation in human plasma and 
membrane modifications should be considered to achieve an appropriate behavior. Hence, 
this should be investigated deeper in future experiments  
The “right” lipid label
Requirements for a suitable lipid label were stated as stable incorporation in the liposomal 
bilayer, no metabolization and no additional transfer behavior except for liposomal instability. 
The combination of COE with torcetrapib offers a promising approach to fulfill these criteria. 
Nevertheless, studies on possible interactions with the inhibitor are necessary for each 
liposomal incorporated drug. DPPC labels are potential alternatives to this setup. However, 
active transport and hydrolysis (also during storage of the label) are two major limiting factors 
which have to be considered and analyzed prior to each experiment. Among the used DPPC 
labels, choline labeled DPPC has to be favored, even though it suffers the drawback of high 
costs. 
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Figure 1A. For peak identification the AF4 elution profiles of the isolated protein standards 
were recorded (black UV280 curves). Based on their size albumin (1), HDL (2) and LDL (3) 
showed increasing elution times at 20 min, 31 min and 52 min, respectively. With the help of 
Sudan Black B staining lipoproteins could be specifically detected at 600 nm (grey UV600
curves). 
Figure 1B. Separation profile of human plasma (black UV280 curves). The elution times 
obtained with the corresponding standards could be reproduced and the four fractions could 
be separated from each other. In addition, Sudan Black B staining confirmed peak identity of 
the lipoproteins (grey UV600 curve). 
Figure 1C. MALLS profiles of human plasma and isolated liposomes, which start eluting at 
60 min and hence show an overlay with VLDL. 
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Figure 1D. Representative separation profile of an incubated plasma-liposome sample. A 
fluid EPC/EPG formulation (formulation 2 in Table 1) was incubated in human plasma at 
37°C for 12 hours. While VLDL and liposomes co-elute after 63 min (4), liposomes could be 
clearly separated from albumin (1), HDL (2) and LDL (3). The distribution profile of the 3H-










































































Albumin HDL LDL Liposomes
Figure 2. Distribution profile of 3H-COE and 14C-DPPC from (A) a fluid formulation, 
consisting of EPC and EPG (formulation 1) and (B) a rigid formulation, consisting of DPPC 
and DPPG (formulation 4) to plasma proteins after an incubation for 2 hours at 37°C. Both 
formulations contained 8 mol% mTHPC. Dependencies of lipid transfer on plasma origin 
were investigated employing plasma obtained from male and female donors (n=8 for male, 






















































EPC/EPG/PEG EPC/EPG/PEG with torcetrapib
DPPC/DPPG DPPC/DPPG with torcetrapib
EPC/EPG EPC/EPG with torcetrapib
Figure 3. Proportions of (A) 3H-COE and (B) 14C-DPPC remaining in in the liposomal bilayer 
of fluid (formulation 1), PEGylated fluid (formulation 3) and rigid (formulation 4) mTHPC 
containing liposomes after incubation in human plasma for various time periods at 37°C. The 























































human plasma human plasma with torcetrapibhuman plasma with DMSO
rat plasma rat plasma with torcetrapib human plasma (4°C)
Figure 4. Proportions of (A) lipid and (B) drug remaining in the liposomes after incubation of 
mTHPC containing EPC/EPG liposomes (formulation 2) in human or rat plasma for various 
time periods at 37°C and 4°C. The effect of plasma preincubation with the CETP inhibitor 
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torcetrapib and DMSO, temperature and plasma origin on 3H-COE and drug transfer was 
investigated.  

























































After preparation After 9 months
Albumin HDL LDL Liposomes
14C-DPPC (Choline methyl group)
Figure 5. Distribution profiles of a mTHPC containing DPPC/DPPG formulation, double 
labelled with two different DPPC labels, whereby the 3H-DPPC was labelled at a fatty acid 
and the 14C-DPPC was labelled at a choline methyl group (formulation 5). The effect of 
phospholipid hydrolysis during preparation and storage over nine months was investigated.  
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Liposomes (3H-COE) Temoporfin (14C-mTHPC)
Albumin HDL LDL Liposomes
DPPC/DPPG-Liposomes
Figure 6. Distribution profiles of 3H-COE and 14C-mTHPC from a fluid (formulation 2) and a 
rigid formulation (formulation 6) after incubation at 37°C for various time periods. Plasma 
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AF4: asymmetrical flow field-flow fractionation, CETP: cholesteryl ester transfer protein, COE: 
cholesteryl oleyl ether, DDS: drug delivery system, DLS: dynamic light scattering, DMPC: 1,2-
dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholine, DMPG: 1,2-dimyristoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-
rac-glycerol) (sodium salt), DOPC: 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine, DOPG: 1,2-
dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol (sodium salt), DPPC: 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-
phosphocholine, DPPG: 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol, sodium salt, DSPC: 
1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphocholine, DSPG: 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-
rac-glycerol) (sodium salt), EPC: L-α-phosphatidylcholine (egg, chicken), EPG: L-α-
phosphatidylglycerol (sodium salt) (egg, chicken), HDL: high density lipoprotein, LDL: low 
density lipoprotein, MALLS: multi angle laser-light scattering, mPEG750-DSPE: 1,2-distearoyl-
sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy(polyethylene glycol)-750] (ammonium salt), 
mPEG2000-DSPE: 1,2-Distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy 
(polyethylene glycol)-2000] (ammonium salt) MPS: mononuclear phagozyte system, mTHPC: 
temoporfin, PLTP: phospholipid transfer protein, POPC: 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholine, POPG: 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-rac-glycerol) (sodium 




Liposomal delivery constitutes a promising approach for i.v. administration of mTHPC because 
lipid membranes can host these drug molecules. This study investigates the transfer and 
release of temoporfin to plasma proteins and stability of various liposomal formulations. To this 
end, we employed traces of radioactive markers and studied the effects of fatty acid chain 
length and the degree of saturation in the lipophilic tail, addition of cholesterol, and PEGylation 
of the membrane surface and different drug-to-lipid ratios. Liposomes were incubated in 
human plasma for various incubation times. Drawn samples were separated by asymmetrical 
flow field-flow fractionation. Drug was recovered in four fractions identified as albumin, HDL, 
LDL, and liposomes. Our results suggest that temoporfin fits best into fluid, unmodified bilayers 
when the drug-to-lipid ratio is low. Membrane rigidification as well as the presence of 
cholesterol and PEGyated lipids reduced the ability of the membrane to accommodate the drug 
but simultaneously improved vesicle stability in plasma. Both mechanisms jointly affected the 
total degree of mTHPC release. We analyzed our data using a kinetic model that suggests the 
drug to be associated with the host membrane in two distinct states of which only one interacts 
directly with the plasma compartment. 
Keywords  




In recent years modern drug discovery techniques have led to the development of highly potent 
but lipophilic drugs which are difficult to administer. In the field of injectable nanoscaled 
approaches liposomes have emerged as one of the most promising candidates for drug 
solubilization. Various marketed products are already in clinical use (Allen and Cullis, 2013). 
Lipophilic compounds are incorporated in liposomal lipid membranes which are in constant 
contact with endogenous binding sites such as blood components. Hence, in addition to vesicle 
destruction further drug release mechanisms, e.g. due to collision of vesicles with plasma 
proteins, have to be considered in formulation development in order to achieve the desired 
pharmacokinetic behavior (Decker et al., 2013b).  
If liposomes should serve as a plain solubilizer for poorly water-soluble compounds (PWSCs), 
rapid vesicle disintegration after injection into the blood stream or low bilayer affinity of the drug 
are desired. Otherwise, long plasma circulation times and low uptake via the mononuclear 
phagocyte system (MPS) might form the basis for a passive targeting approach via the 
enhanced permeability and retention (EPR) effect.  
In the present work, we systematically investigated the in vitro pharmacokinetic behavior of 
liposomes, which contain the lipophilic model drug temoporfin (mTHPC), in human plasma. 
mTHPC is a second generation photosensitizer with a log P of 9.24 (Chen et al., 2011). 
Because the influence of membrane composition and surface modification on vesicle stability 
has been intensively investigated in the last decades, it is well known today that the 
employment of cholesterol and phospholipids with higher melting temperature as well as 
PEGylation of the liposome surface can reduce the interaction with the MPS and hence prolong 
plasma circulation time (Klibanov et al., 1990, Papahadjopoulos et al., 1991, Blume and Cevc, 
1993, Decker et al., 2013a, van Hoogevest et al., 2013). 
Previous in vitro studies of liposomal temoporfin focused on the interaction with model 
membranes (Petersen et al., 2010, Hefesha et al., 2011), erythrocytes (Decker et al., 2013b) 
or plasma proteins (Reshetov et al., 2011, Reshetov et al., 2012, Decker et al., 2013b, Kaess 
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and Fahr, 2014) and employed separation techniques such as ion exchange or size exclusion 
chromatography (SEC) or utilized photoinduced fluorescence quenching and flow cytometry. 
Moreover, Foslip® (DPPC and DPPG) and Fospeg® (DPPC, DPPG and mPEG2000-DSPE) 
are two prominent mTHPC-containing formulations. Their in vivo behavior have been 
investigated several times (Decker et al., 2013a, Reshetov et al., 2013, Xie et al., 2015). 
However, all of these approaches were either focusing on a rather small selection of 
formulations or suffered from analytical limitations. We recently introduced a novel approach 
for the investigation of liposome-plasma protein interactions in vitro using asymmetrical flow 
field-flow fractionation (AF4) (Holzschuh et al., 2016). This method provides a separation and 
on-line detection of the most relevant fractions albumin, HDL, LDL and liposomes within 90 
minutes providing some additional separation benefits such as the lack of a stationary phase 
(Wagner et al., 2014). In addition, radioactive labeling of mTHPC and a lipid component allows 
a fast and robust analytical detection and quantification. It was shown that the lipid marker 
cholesteryl oleyl ether (COE) acts as substrate of the cholesteryl ester transfer protein (CETP) 
in human plasma and that this transfer can be inhibited by torcetrapib for both EPC/EPG and 
DPPC/DPPG liposomes allowing a simultaneous measurement of vesicle stability and drug 
release. 
In the present work we adopted this method to study the effect of membrane composition on 
vesicle stability and drug release of mTHPC. Furthermore, we investigated the capability of the 
bilayer to retain the drug in the membrane. We examined the role of chain length and saturation 
of the phospholipid tails as well as of cholesterol, surface PEGylation and the effect of drug 
loading. We subsequently applied a kinetic model to evaluate possible mechanisms of the drug 
release in more detail. Furthermore, we analyzed the extent of the CETP induced COE-transfer 
for all investigated formulations.  

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Material and Methods 
Materials 
The phospholipids L-α-phosphatidylcholine (egg, chicken; EPC), L-α-phosphatidylglycerol 
(sodium salt) (egg, chicken; EPG, Na), 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DOPC), 1,2-
dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol (sodium salt) (DOPG, Na). 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-
glycero-3-phosphocholine (POPC) as well as 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-
rac-glycerol) (sodium salt) (POPG, Na) were kindly provided by Lipoid GmbH (Ludwigshafen, 
Germany) and 1,2-dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DMPC), 1,2-dimyristoyl-sn-
glycero-3-phospho-(1'-rac-glycerol) (sodium salt) (DMPG, Na), 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-
phosphocholine (DPPC), 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DSPC), 1,2-distearoyl-
sn-glycero-3-phospho-(1'-rac-glycerol) (sodium salt) (DSPG, Na), 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-
3-phosphoglycerol, sodium salt (DPPG, Na), 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-
phosphoethanolamine-N-[methoxy(polyethylene glycol)-750] (ammonium salt) (mPEG750-
DSPE) as well as 1,2-Distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy 
(polyethylene glycol)-2000] (ammonium salt) (mPEG2000-DSPE) by Genzyme (Liestal, 
Switzerland), respectively. Temoporfin (mTHPC; 5,10,15,20-tetrakis (3-hydroxyphenyl)-
porphyrine) and 14C-mTHPC were supplied by biolitec Research GmbH (Jena, Germany). The 
radioactive lipid label 3H-cholesteryl oleyl ether (3H-COE) was obtained from Biotrend 
Chemicals (Cologne, Germany). Chloroform (Rotisolv® HPLC), dimethyl sulfoxide (DMSO, 
ROTIPURAN®, (≥99.8% p.a.), hydrochloric acid (2 N), Rotiszint® Eco plus, a ready-to-use 
scintillation cocktail, sodium azide (≥99%, p. a.), sodium chloride (≥99.8%) and TRIS 
(Pufferan®, ≥99.9%, p. a.) and were obtained from Carl Roth GmbH & Co. KG (Karlsruhe, 
Germany). α-D(+)-glucose anhydrous was purchased from Roquette GmbH (Frankfurt, 
Germany) and torcetrapib (≥98%, HPLC grade), a cholesteryl ester transfer protein (CETP) 
inhibitor, from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA), respectively. Ethanol (AnalaR Normapur®, 
≥ 99%, Ph. Eur. for synthesis) was supplied from VWR International GmbH (Darmstadt, 
Germany). Ultrapure water (RIOsTM 8, Milli-QR Advantage A10R System, Merck Millipore, 
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Merck KGaA, Darmstadt, Germany) was employed for preparation purposes. Size 
determination measurements were performed employing purified water (Millipore Direct QTM, 
Merck Millipore).  
Liposome composition and preparation 
Table I summarizes all investigated formulations. Generally, liposomes were composed of 9:1 
(w/w) mixtures of a phosphatidylcholine and the corresponding phosphatidylglycerol both 
having the same fatty acid composition. The total phospholipid concentration was 20 mg/mL 
in all cases. Additionally, lipid bilayer composition were modified by the incorporation of 
cholesterol or PEGylated lipids. The hydrophobic model drug temoporfin was incorporated into 
liposomal membranes at concentrations between 0.2 and 12 mol% relative to the 
phospholipids. Traces of 14C-temoporfin (4 μCi/mL liposome suspension) and ³H-COE were 
used as a representative marker for drug transfer and vesicle stability, respectively. All 
formulations were prepared in 5 % (w/v) glucose solution (sterile syringe filter, 0.2 μm pore 
size, VWR, Darmstadt, Germany). 
All liposomes were prepared by using the thin lipid film hydration method followed by extrusion 
as described before (Holzschuh et al., 2016). In brief, stock solutions of the lipids, temoporfin 
and the radioactive labels were mixed together in a specified ratio and film formation was 
performed by evaporating the organic solvents using a rotary evaporating system (Rota Vapor 
R-114 and Vacobox B-177, Büchi Labortechnik GmbH, Essen Germany). The film was dried 
for another two hours and subsequently rehydrated by adding glucose solution and gently 
shaking. After an equilibration time of at least 1 hour the liposome suspension was extruded 
at least 41 times through polycarbonate membranes with a nominal pore size of 100 nm 
(Armatis, Mannheim, Germany) with the help of a hand extruder (LiposoFast Basic, Avestin 
Inc., Ottawa, Canada). The whole preparation process was carried out under light protection. 
The final formulations were stored at 4°C until they were used. 
Photon correlation spectroscopy 
The quality of the preparation process was monitored by liposomal size determination 
employing dynamic light scattering measurements (Zetasizer NanoZS, Malvern Instruments, 
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Worcestershire, UK). Generally, the backscattering mode (173°) was selected and 
measurements were either performed in the manual (four runs, each lasting 5 min) or in the 
automatic (four runs, each with twelve to 16 measurements) mode. Samples had to be diluted 
with 5% (w/v) glucose solution (sterile syringe filter, 0.2 μm pore size) in order to achieve an 
attenuator index between 6 and 8. The temperature was set to 25°C and a sample viscosity of 
1.0600 cP (glucose 5% (w/w) at 25°C) was adjusted. 
Fluorescence spectroscopy 
Drug content of the liposomal formulations was determined by fluorescence spectroscopy (LSǦ
50 B luminescence spectrometer, PerkinElmer LAS GmbH, Rodgau, Germany). For this 
purpose, liposomes were dissolved in ethanol and diluted to a final theoretical drug 
concentration in the range of 51 to 75 ng/mL. Measurements were performed in a 101ǦQS 
quartz cuvette (Hellma GmbH & Co. KG, Müllheim, Germany) at an excitation wavelength of 
418 nm and an emission wavelength of 651 nm. The cutǦoff of the emission filter was set at 
530 nm and excitation and emission slits were adjusted to 10 nm. The integration time was set 
at 1 s. Drug content was then calculated with the help of a regression curve (regression 
coefficient: 0.99998). Background measurements employing blank ethanol were subtracted 
from all other measurements. All measurements were performed in triplicate. 
Sample preparation 
Human blood was collected from a single healthy male donor having fasted for twelve hours. 
In order to obtain plasma blood was centrifuged (Eppendorf 5804R, Eppendorf AG, Hamburg, 
Germany) at 4500 relative centrifuge force (rcf) for 10 min. Aliquots were frozen to -20°C, 
thawed on the day they were used and filtered through a 0.2 μm RC syringe filter (Rotilabo® 
Mini-Tip, Carl Roth, Karlsruhe, Germany).  
Protein binding of non-liposomal mTHPC  
An ethanolic mTHPC stock solution was prepared (7.5 mg/mL mTHPC) and spiked with 14C-
temoporfin (20 μCi/mL). In order to measure concentration dependent plasma protein binding 
of the drug, the temoporfin concentration within the samples was increased from 0.06 to 
3.60*10-7 mol/mL plasma. Respective amounts of the stock solution were added to 500 μL 
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plasma and diluted with buffer (150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 7.4) and 0.03% (w/v) NaN3) to 
1 mL. Samples were incubated for 1 hour at 37°C and were subsequently fractionated with 
AF4. 
Transfer studies of liposomal mTHPC 
To ensure inhibition of an additional transfer of 3H-COE, 10 μL of a torcetrapib stock solution 
(5 mM in DMSO) was added to 500 μL human plasma. This mixture was diluted with buffer 
and pre-incubated at 37°C for 12 hours. Subsequently, 1.5 μmol liposomal lipid was added 
and incubated at 37 °C in a water bath under light protection for defined time intervals ranging 
from 0.5 to 120 hours. Afterwards, the sample was applied to the separation device. 
Asymmetrical flow field-flow fractionation 
Separation of the incubated samples was performed employing AF4 technique as described 
before (Holzschuh et al., 2016). In brief, we used an AF2000 MT system (Postnova Analytics, 
Landsberg, Germany) coupled to a refractive index (RI, PN 3150), multi-angle laser light 
scattering (MALLS, PN3070) and a variable wavelength (UV/Vis, PN3211) detector at a 
wavelength of 280 nm. Data were collected at intervals of 0.5 s and evaluated by the AF2000 
Control software (version 1.2.0.19). For size analysis of the liposome fraction using the 
MALLS-detector, a sphere model was used to calculate the radius of gyration (Rg). 
The separation channel was equipped with a membrane of regenerated cellulose with a 
MWCO of 10 kDa and a trapezoidal spacer with an overall area of 31.6 cm² and a height of 
500 μm.  
A detector flow rate of 1 mL/min and a temperature of 25°C were applied. Samples were 
injected via a loop injector with a specified volume of 20.31 μL during the focusing step with 
an injection flow rate of 0.2 mL/min, a cross-flow rate of 4 mL/min and a resulting focus flow 
rate of 4.8 mL/min over 12 min. After a transition time of 1 min the cross-flow was kept constant 
at 4 mL/min for 18 min and then reduced under exponential gradients (power 0.3) within 30 
min to 0.4 mL/min and within another 10 min to 0.01 mL/min. The cross-flow was kept constant 
at 0.01 mL/min for 15 min and at 0.00 mL/min for another 4 min to ensure complete sample 
elution. Samples were collected for further analyses in 1 mL fractions between 18 and 82 min. 
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Non-separated sample was kept as a reference. 
Liquid scintillation counting 
In order to quantify liposomal lipid and temoporfin in each collected fraction ³H and 14C 
radioactivity was determined by liquid scintillation counting (LSC, Tricarb 2800 TR LSC, 
PerkinElmer, Rodgau, Germany). Samples were transferred into scintillation vials and mixed 
with a ready-to-use scintillation cocktail (Rotiszint® eco plus, Carl Roth, Karlsruhe, Germany) 
in a ratio of 1:2 by vortexing the vials for at least 30 sec. As a reference 20 μL of non-separated 
samples and 5 μL of the pure liposome samples were mixed with 500 μL buffer and 2 mL 
cocktail. Radioactivity, expressed as disintegrations per minute (dpm), was measured over 5 
min. A blank (500 μL buffer in scintillation cocktail) was subtracted from all other samples. 
Data analysis 
The obtained elution profiles (radioactivity as percentage of total applied amount for each 
fraction as function of elution time) were analyzed using the software Peakfit v4.12 (Systat 
Software Inc., San Jose, California, USA) according to the residuals method. Area of each 
peak is a measure of the amount of lipid and drug content in the fractions. Mathematica v10.4 





Characterization of liposomal formulations 
Table I summarizes particle size, particle size distribution and mTHPC content of all 
investigated liposomal formulations. PDIs of about 0.1 indicated a narrow uni-modal size 
distribution. Particle sizes ranged between 100 to 130 nm in diameters (z-Average).  
mTHPC is completely incorporated into the liposomal bilayer. During preparation, we observed 
a loss of about 10 to 20% of the drug mainly due to absorption onto the extrusion membrane. 
Protein binding of non-liposomal mTHPC  
Figure 1 shows the plasma protein binding of non-liposomal mTHPC. mTHPC is mainly bound 
to HDL and LDL, while only smaller portions of the drug were found in the albumin fraction. 
Approximately 1 to 5% of the drug were recovered in fractions with plasma components larger 
than LDL (e.g. VLDL). Temoporfin binding to the particular protein fractions was linear within 
the analyzed concentration range of mTHPC up to 4*10-7 mol/mL plasma and no time-
dependency was observed up to 12 hours incubation time (data not shown). The following 
plasma incubation experiments employing liposomes were performed with mTHPC 
concentrations between 0.06 and 3.6*10-7 mol/mL plasma in order to avoid saturation 
phenomena. 
Transfer and stability studies of liposomal formulations in human plasma 
AF4 elution profiles of human plasma as well as of plasma liposome mixtures were in 
accordance with recently published profiles (Holzschuh et al., 2016). Portions of drug were 
found in four larger fractions, which were previously described as albumin, HDL, LDL and 
liposomes. The lipid label did not bind to albumin. We were able to recover 94 ± 10 % of 3H-
COE and 84 ± 10% of 14C-mTHPC (n=215) in the collected fractions. Residues of mTHPC 
were washed out by the cross-flow or remained on the AF4 membrane. 
For the majority of formulations (15 out of 27), incubation experiments were performed with 
and without addition of torcetrapib. In both cases, mTHPC transfer was well reproducible. In 
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the following, if not stated otherwise, only results from incubation in CETP-inhibited plasma 
are displayed (n = 1). 
Capability of phospholipid bilayers to host mTHPC: drug to lipid ratio (DLR)  
Besides the total drug release of mTHPC we additionally calculated the amount of mTHPC in 
relation to the amount of lipid label recovered in the liposome fraction. This parameter 
correlates drug release with liposome stability and hence, enables a prediction of the capability 
of the vesicles to host the drug within their bilayer. The drug-to-lipid ratios (DLR) were 
calculated as: 
ܦܮܴ ൌ ௉௢௥௧௜௢௡௢௙ௗ௥௨௚௟௔௕௘௟௜௡௧௛௘௟௜௣௢௦௢௠௘௙௥௔௖௧௜௢௡ሾΨሿሿ௉௢௥௧௜௢௡௢௙௟௜௣௜ௗ௟௔௕௘௟௜௡௧௛௘௟௜௣௢௦௢௠௘௙௥௔௖௧௜௢௡ሾΨሿሿ     (1) 
Prior to incubation the value is by definition 1.0 as both labels are incorporated completely into 
the bilayer. If the drug is released by transfer processes the ratio will decrease. If the drug is 
released, alternatively, by vesicle disintegration the ratio will ideally be constant as the lipid 
label is also transferred. A value of 0.6 indicates that the current liposomal drug loading is 60% 
of the initial drug loading. If no drug is recovered in the liposome fraction, the DLR is 0. A DLR 
higher than 1.0 is not possible if the lipid label completely remains in the intact liposomes. 
The relevance of the DLR can be understood exemplarily with the help of Figures 2 and 3. 
Only 20% of the entire applied mTHPC is left in the liposome fraction when an EPC/EPG 
formulation loaded with 8 mol% drug was incubated in human plasma for 120 hours (Figure 
2A). However, each intact vesicle still hosts 65% of mTHPC that was originally incorporated 
into this membrane (Figure 2B). This leads to the conclusion that drug transfer mainly occurs 
due to vesicle instability and to a lower extent due to transfer processes from intact vesicles to 
plasma proteins. In contrast, DPPC/DPPG (Figure 3A and B) liposomes with the same drug 
loading were in general very stable in human plasma and transfer from intact vesicle e.g. by 
diffusion or collision is the predominant mechanism. Hence, no big differences can be 
observed between Figures 3A and 3B. 
For the following evaluations we therefore consider total drug release and DLR simultaneously. 
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Effect of drug loading on drug retention within the bilayer 
In order to investigate the dependence of drug retention within the liposomal bilayer on the 
total initial drug loading, fluid EPC/EPG and rigid DPPC/DPPG liposomes were loaded with 
various amounts of mTHPC. The results are displayed in Figures 2A/B and 3A/B.  
mTHPC release from the rigid bilayers was increased for equal drug loadings in comparison 
to the fluid liposomes. The presence of mTHPC showed no significant effect on liposome 
stability over the investigated incubation time range. More than 80% of the vesicles were still 
intact after 48 hours for all DPPC/DPPG formulations and more than 70% after 120 hours, 
respectively while only approximately 50% and 30% of the lipid label were found in the 
liposome fraction of EPC/EPG liposomes after the same incubation times (data not shown). 
However, the bilayer capability to host mTHPC in the presence of plasma is strongly dependent 
on drug loading. For instance, EPC/EPG liposomes with an initial drug loading of 0.8 
(formulation 1) and 4 mol% (formulation 2) can hold 90% of the mTHPC in the bilayer of intact 
vesicles over 48 hours whereas this value drops to 70% for an 8 mol % drug loading. Drug 
release is also retarded for DPPC/DPPG liposomes when the drug loading is decreased. 
However, in comparison to fluid liposomes the bilayer is still less capable to hold the drug, and 
only 20% of the initial mTHPC loading remains in the liposomes after 48 hours. 
Cholesterol and PEGylation as strategies to increase liposome stability 
PEGylation and incorporation of cholesterol into the lipid membrane are two well-established 
strategies to increase liposome stability in human plasma. Both approaches lead to higher 
vesicle integrity for the fluid EPC/EPG formulation especially in the first 12 hours.  
Employment of cholesterol 
Liposome stability correlated with the amount of cholesterol employed in the lipid bilayer. The 
more cholesterol was added to the membrane the more vesicles remained intact over the 
incubation time. Addition of 22.5 and 30 mol% cholesterol to a fluid EPC/EPG bilayer e.g. lead 
to 50% more intact vesicles after 12 hours incubation time in plasma. However, cholesterol 
had a reverse effect on the mTHPC retention in the bilayer (Figure 2C and 2D). The more 
cholesterol was incorporated into the lipid membrane the higher was the total drug release. In 
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addition, the ability to host mTHPC within the bilayer decreased with increasing amounts of 
cholesterol. In case of 4 mol% mTHPC contained in EPC/EPG liposomes, DLR decreased 
within the first 4 hours and remained constant thereafter for longer incubation times (Figure 
2D).  
Cholesterol also increased the stability of DPPC/DPPG liposomes. Nearly all vesicles 
remained intact in human plasma when at least 15 mol% was present in the membrane. Yet, 
similar to the fluid formulation, drug release from the rigid bilayer was increased with increasing 
amounts of cholesterol in the lipid membrane. Note that, not only does the capability of the 
bilayer to hold mTHPC decrease but the transfer rate is too enhanced. While the plain 4 mol% 
formulation reaches an apparent DLR plateau after 48 hours, this time is reduced to 4 to 8 
hours when 22.5 or 30 mol% cholesterol were employed, respectively (Figure 3D). 
PEGylation 
PEGylation of the fluid EPC/EPG liposomes containing 8 mol% mTHPC also increased 
liposome stability but exhibited little impact on the corresponding DLR (Figure 2F). On the 
other hand, the amount of mTHPC recovered in the liposome fraction is even increased due 
to higher vesicle stability. Note that, the results were dependent on the PEG-chain length. The 
longer the PEG-chain was the more vesicles remained intact and the less mTHPC was 
transferred to plasma proteins (Figure 2E). This effect was most pronounced within the first 12 
hours where the PEGylated formulation showed an increased stability of up to 20%. 
In contrast, PEGylated DPPC/DPPG formulations displayed faster drug releases and lower 
DLR with increasing PEG-chain length. The differences were most pronounced for short 
incubation times while only minor variations were found at later times (Figure 3E and 3F). 
Effect of lipid composition 
Liposomes with varying lipid compositions were loaded with 8 mol% mTHPC. Vesicle stability 
and fractions of the remaining mTHPC in the liposomes were found to depend on the bilayer 
composition. Experimental results are displayed in Figure 4A and 4B. The corresponding DLRs 
are shown in Figure 4C. 

 15 
Effect of saturation degree of the fatty acid chains 
DOPC/DOPG, POPC/POPG and DPPC/DPPG are phospholipids with the same alkyl chain 
length but a different degree of fatty acid saturation. Liposomes composed of these mixtures 
were investigated with regard to their behavior in human plasma. POPC/POPG liposomes 
were less stable than DPPC/DPPG liposomes but more stable than EPC/EPG liposomes and 
showed a similar capability to hold mTHPC in the bilayer as EPC/EPG liposomes. The amount 
of drug found in the liposome fraction of DOPC/DOPG liposomes was also higher in 
comparison to the rigid DPPC/DPPG liposomes. However, DLRs for this formulation were 
above 1 for all investigated time points, indicating that the COE lipid label did not remain in the 
vesicles and was partly released. With regard to the amount of mTHPC that was transferred 
to plasma proteins it was observed that among the fluid formulations the POPC/POPG bilayer 
showed a slightly lower drug release (39% after 48 hours) than the EPC/EPG (35%) or 
DOPC/DOPG (30%) membranes. In contrast, lower amounts of mTHPC were recovered in 
DPPC/DPPG liposomes (20%). 
Variation of the fatty acid chain length 
To investigate the effect of the fatty acid chain length, 8 mol% mTHPC containing liposomes 
composed of DMPC/DMPG (14:0), DPPC/DPPG (16:0) and DSPC/DSPG (18:0) were 
incubated in human plasma. DSPC liposomes were the most stable formulation; they exhibited 
the lowest drug release. Liposomes composed of DMPC were less stable and retained the 
lowest portion of mTHPC in the bilayer for all incubation times among all investigated 
unmodified formulations containing 8 mol% mTHPC. These vesicles showed a tendency to 
shrink considerably from RG values of approximately 35 nm to less than 25 nm before 
disintegrating. Additionally, an overlap with the LDL peak was observed for these smaller 
vesicular structures. 
Comparison of the release profiles of DPPC/DPPG and DSPC/DSPG liposomes employing 
various amounts of mTHPC 
In contrast to the above-mentioned results for 8 mol% containing DPPC/DPPG and 
DSPC/DSPG liposomes, DSPC/DSPG liposomes containing 0.8 mol% mTHPC showed a 
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faster initial drug release than DPPC/DPPG liposomes with the same drug loading (Figure 5). 
This trend reversed between 12 and 24 hours incubation time. After 24 hours less portions of 
mTHPC remained in DPPC/DPPG liposomes than in DSPC/DSPG vesicles. 
Incorporation stability of 3H-COE 
The CETP inhibitor torcetrapib was added to human plasma prior each set of experiment to 
avoid an induced release of 3H-COE out of the liposome membrane. For selected formulations 
the incubation in human plasma was also performed without the addition of torcetrapib (Figure 
6). Liposomes composed of phospholipids with unsaturated fatty acids showed in these cases 
an additional release of 3H-COE in human plasma. In particular, this effect was observed for 
EPC/EPG, POPC/POPG and DOPC/DOPG liposomes. Liposomes composed of SPC also 
showed this effect (data not shown). PEGylation of EPC/EPG liposomes and employment of 
cholesterol were able to delay this effect although it still occurred (data not shown). CETP 
inhibition by torcetrapib was not able to prevent COE release out of the liposomal bilayer when 
DOPC and DOPG were used as main lipids. 
In contrast, formulations composed of phospholipids with two saturated fatty acids (DMPC, 




mTHPC is known to show a high affinity to lipophilic plasma proteins such as HDL, LDL, VLDL 
and lipoprotein(a) whereas only minor amounts of the drug were bound to soluble proteins, 
mainly albumin (17%) (Michael-Titus et al., 1995). Distribution of the LDL-like lipoprotein(a) in 
human plasma is heterogeneous and molecular weights vary from ʹ ൈ ͳͲ଺ up to ͳͲଵ଴ Da (März 
et al., 1993). In our studies, mTHPC was recovered in four distinct plasma protein fractions 
recently identified as: a fraction of smaller proteins (e.g. albumin), HDL, LDL, and VLDL 
(Holzschuh et al., 2016). Although the latter fraction overlaps in size with the liposome fraction, 
the data shown in Figure 1 indicates that VLDL plays a minor role in our incubation studies. 
Moreover, the binding of Temoporfin to proteins was found to be linear within the investigated 
concentration range, thus implying that no saturation effects are expected in these liposome 
incubation studies. Comparable low binding to albumin might result from analytical limitations 
such as flow conditions during separation and adsorption of the drug on the membrane. 
However, similar studies employing SEC did also not observe a significant binding of mTHPC 
to albumin in human plasma (Reshetov et al., 2012, Decker et al., 2013b, Kaess and Fahr, 
2014). Typically, less than 5% of the recovered mTHPC was found in the albumin fraction 
when liposomes were incubated in human plasma. Interestingly, this amount is kept largely 
constant over the whole incubation time and depends on the light exposition of the sample. 
Hence, we decided to completely neglect albumin in the following considerations. 
Experiments were performed in plasma from a single healthy donor. Previous studies have 
shown that differences in vesicle stability were minor when liposomes were incubated in human 
plasma obtained from different healthy volunteers (Holzschuh et al., 2016). For selected 
formulations, we also investigated the influence of plasma origin on mTHPC transfer and 
observed only minor deviations (data not shown). 
When liposomes get in contact with plasma proteins, the drug molecules hosted by liposomes 
can be released by a variety of mechanisms as, for example, diffusion and collision. In addition, 
vesicles can be disintegrated by the phospholipid transfer to lipoproteins, an action mostly 
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promoted by transport proteins such as the phospholipid transfer protein (PLTP) (Damen et 
al., 1980). In general, HDL and HDL-bound proteins seem to be most accountable for vesicle 
disruption while LDL and VLDL only play a minor role(Bonte and Juliano, 1986). Vesicle 
disintegration also causes drug release, a process that can be reduced by increasing the 
membrane rigidity upon the employment of cholesterol (Damen et al., 1981) or by the usage 
of phospholipids (Allen, 1981) with higher melting temperature. Studies on mTHPC-containing 
liposomes have shown, however, that these last two options decrease the capability of mTHPC 
to be retained in the bilayer (Hefesha et al., 2011, Decker et al., 2013b). In such a complex 
scenario, the understanding of the drug release over time, including the factors that affect this 
process, are crucial for the prediction of the pharmacokinetics. Here, we systematically studied 
the effect of the membrane composition on the amount of mTHPC bound to plasma proteins 
and developed a theoretical model to evaluate our results. 
Based on the experimental evidence that HDL and LDL are the most relevant acceptors of 
mTHPC, in our theoretical model we assume that all mTHPC stored in the liposomes can be 
transferred only to HDL and LDL. Additionally, we consider the liposomes as a system 
composed of two compartments, here called ’inner’ and ’outer’, and respectively identified by 
index i and o. For example, the fractional amount of drug stored in the inner and outer 
compartments as function of time t is denoted by Mi(t) and Mo(t); see Figure 7.  
The inner compartment likely represents the core of the hydrocarbon chain region where 
mTHPC is more tightly bound and, hence, one can expect that the drug contained in the inner 
compartment (Mi) is slowly transferred to the outer one; we model such reaction by a rate 
constant k1. On the other hand, the outer compartment, which likely represents the interfacial 
bilayer region, has more loosely associated mTHPC, thus allowing the drug to be rapidly 
released by vesicle collisions or disintegration. In our model, the outer compartment transfers 
mTHPC to HDL and LDL with rate constants k2 and k3, respectively. The “back-reactions” from 
HDL and LDL to the outer compartment can be characterized by another set of rate constants, 
k4 and k5, respectively. Based on these definitions, the mass conservation of mTHPC implies  
ܯ௜ሺݐ ൌ Ͳሻ ൌ ܯ௜ሺͲሻǢܯ௢ሺݐ ൌ Ͳሻ ൌ ܯ௢ሺͲሻ       (2) 
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ܯ௜ሺͲሻ ൅ܯ௢ሺͲሻ ൌ ͳ           (3) 
ܯு஽௅ሺݐ ൌ Ͳሻ ൌ ܯ௅஽௅ሺݐ ൌ Ͳሻ ൌ Ͳ         (4) 
 ܯ௜ሺݐሻ ൅ ܯ௢ሺݐሻ ൅ܯு஽௅ሺݐሻ ൅ ܯ௅஽௅ሺݐሻ ൌ ͳ       (5) 
Large values for Mo, k1, k2 and k3 are indicators of an enhanced drug release. Initially, we will 
assume that drug transferred to HDL and LDL will remain there (sink-like behavior), implying 
k4 = k5 = 0. We refer to this case as the 3k-model. Following Figure 7 the following time 
behaviors emerge: 
- for the inner liposome compartment:  
ܯ௜ሺݐሻ ൌ ܯ௜ሺͲሻ݁ି௞భ௧           (6) 
- for the outer liposome compartment: 
ܯ௢ሺݐሻ ൌ ൣି௘
షೖభ೟௞భெ೔ሺ଴ሻା௘షሺೖమశೖయሻ೟ሺ௞భିெ೚ሺ଴ሻሼ௞మା௞యሽሻ൧
௞భି௞మି௞య        (7) 
- for HDL: 
ܯு஽௅ሺݐሻ ൌ ௞మൣି௘
షೖభ೟ெ೔ሺ଴ሻሺ௞మା௞యሻିሺ௞భି௞మି௞యሻା௘షሺೖమశೖయሻ೟ሼ௞భିெ೚ሺ଴ሻሺ௞మା௞యሻሽ൧
ሺ௞మା௞యሻሺି௞భା௞మା௞యሻ    (8) 
- for LDL: 
ܯ௅஽௅ሺݐሻ ൌ ୩యሾି௘
షౡభ೟ሺ୩మା୩యሻெ೔ሺ଴ሻିሺ୩భି୩మି୩యሻା௘షሺౡమశౡయሻ೟ሼିሺ୩మା୩యሻெ೚ሺ଴ሻା୩భሽሿ
ሺ௞మା௞యሻሺି௞భା௞మା௞యሻ   (9) 
For each composition of phosphatidylcholine and phosphatidylglycerol, k1, k2 and k3 were 
calculated by minimizing the cumulative difference square between the theoretical curves (eqs. 
6-9) and the values measured experimentally. With these constants established, we used the 
same minimization procedure to determine the initial amounts, Mi(0) and Mo(0) for each specific 
formulation. The results are displayed in Table II. With k4 = k5 = 0 all drug will eventually be 
transferred to either HDL or LDL. However, our experimental data typically reveal a plateau at 
long incubation times, with some drug remaining in the liposomes. To account for the plateau, 
we also consider an extension of our model where k4 and k5 are non-vanishing. We refer to 
this extended model as 5k-model. Figure 8 shows two exemplary fits for a DPPC/DPPG 
formulation containing 8 mol% mTHPC (Foslip®) and the PEGylated Fospeg®. Solid and 
dashed curves correspond to the 3k and 5k models, respectively. The fit of our 3k and 5k 
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models reveals reasonable agreement with the experimentally observed trends. This, in fact, 
is a characteristic feature for all data sets that we have modeled. While the 5k model 
necessarily yields better agreement, it also contains two more fitting parameters. In contrast, 
the 3k-model preserves all the physically relevant features with only 3 rate constants. We thus 
argue that the 3k-model represents the more robust modelling approach. Consequently, our 
following discussion focuses on the 3k-model. 
Results for the 5k-model as well as a compilation of all investigated formulations are provided 
in the supplementary information. 
It was recently demonstrated that the mTHPC release is enhanced with the increase of the 
main transition temperature TC of the liposomal bilayer (Hefesha et al., 2011, Decker et al., 
2013a, Decker et al., 2013b). This is associated with an inward displacement of mTHPC into 
the fluid membrane while the photosensitizer is displaced toward in a rigid membrane (Lavi et 
al., 2002, Reshetov et al., 2011). Our calculated release constants in Table II are consistent 
with the notion that a rigid membrane is less able to retain mTHPC within the bilayer core and 
that mTHPC gets released to a higher extent upon increasing membrane rigidity. 
For protein bound mTHPC in rats in vivo, Decker et al. reported elimination constants of 
EPC/EPG formulations different by a factor of 1.8 from those obtained when used 
DPPC/DPPG (Decker et al., 2013a). In both cases, they had an 8 mol% content of mTHPC 
(Decker et al., 2013a). When we apply our model to the same formulations, we find that the 
sum of k2 and k3 differs by a factor of 3. As rat plasma is known to have lower levels of PLTP 
(Speijer et al., 1991), liposome disintegration is less pronounced than in human plasma. We 
also observed that vesicle destruction is one of the main release mechanisms for mTHPC in 
EPC/EPG formulations but it plays a minor role for rigid vesicles. Therefore, we expect that the 
rat model underestimates drug release from fluid liposomes and that our values should be 
lower. The plain data (e.g. Figure 2A and 3A) reveal similar results as the mentioned in vivo 
data. We conclude that other parameters than just the sum of k2 and k3 are necessary for the 
prediction of drug release.  
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Decker et al. have also shown that mTHPC has a lower affinity to membranes containing 
cholesterol (Decker et al., 2013b). Antunes-Madeira and Madeira (Antunes-Madeira and 
Madeira, 1984) observed that addition of cholesterol into a bilayer changed the position of 
parathion due to changes in lipid packaging of the membrane and competition for free space. 
We assume that the presence of cholesterol pushes mTHPC to the surface of the bilayer and 
therefore enhances drug release. This is confirmed by the observed increase of Mo(0) for 
higher amounts of cholesterol in a DPPC-bilayer, and the same mechanism also occurs in 
EPC/EPG-liposomes. However, addition of cholesterol to a fluid bilayer also improves plasma 
stability (Damen et al., 1981, Sulkowski et al., 2005). As a higher vesicle stability influences 
Mo(0) in the opposite way, the observed effect is less pronounced for the fluid than for the rigid 
bilayer. 
DLRs for EPC/EPG- and DPPC/DPPG-liposomes showed that PEGylation of the surface 
reduces the capability of the bilayer to host the drug (Figure 2F and 3F). In line with this, our 
model predicted an increase of Mo(0) for a DPPC/DPPG formulation. Reshetov et al. explained 
this phenomenon with the solubility of mTHPC in the PEG-shell which may facilitate a higher 
initial drug release (Reshetov et al., 2011). Besides that, PEGylated lipids tend to form micelles 
which can promote liposomal drug release additionally (Kenworthy et al., 1995, Sandstrom et 
al., 2007). Indeed, after 0.93 hours only 50% of the initial mTHPC amount remained in the 
liposome fraction for Fospeg®, whereas it took 1.19 hours for the non-PEGylated formulation 
to reach the same value. This effect is less pronounced for longer incubation times. Decker et 
al. also observed in rats in vivo that PEGylation enhances drug release from the bilayer 
(Decker et al., 2013a). Reshetov et al. measured higher mTHPC plasma levels for Fospeg® 
in mice. However, in that case the PEGylated formulation showed an additional higher stability 
than Foslip® which can explain the different findings. We also observed lower DLR values 
when the surface of EPC/EPG liposomes was modified with PEGylated lipids. However, we 
calculated lower Mo(0) values for these formulations. We conclude that the improvement of 
plasma stability due to PEGylation has a bigger influence on the total drug release than 
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changes in the location of the drug in the membrane whereas it was the opposite case when 
cholesterol was employed.  
Porphyrines tend to aggregate in aqueous media as well as in liposomal bilayers (Postigo et 
al., 2004, Reshetov et al., 2011). The amount of aggregates increases with drug loading. 
Higher Mo(0) values for higher drug loadings indicate that the bilayer is positioned to expel 
drug molecules to external lipophilic acceptors such as lipoproteins in order to dissolve 
aggregates in the bilayer. This effect is more pronounced for rigid than for fluid membranes. 
Due to higher lipid packaging, they offer less space (Yun, 2003) for the drug and could facilitate 
aggregation. At the same time, conversion of aggregates into monomers might be hindered 
for the same reasons. 
Conclusions 
Total drug release from liposomes in human plasma is an essential parameter for the prediction 
of pharmacokinetic behavior in vivo. It depends on the capability of a membrane to hold the 
drug within the bilayer and on the stability of the vesicles. DLR is a helpful tool to estimate the 
former and to adjust the membrane composition to the required properties. In general, stable 
vesicles, which can incorporate the drug for long times can prolong plasma circulation time. In 
case of mTHPC, we could show that the drug fits better into a fluid bilayer and that the release 
rate decreased with lower drug loadings. Stability of these vesicles was increased by surface 
PEGylation and the presence of cholesterol. The latter case led to an enhanced total drug 
release while retardation was observed when the fluid bilayer was PEGylated. For rigid 
liposomes both modifications resulted in higher amounts of mTHPC bound to plasma proteins. 
Summarizing, our in vitro studies suggest a fluid PEGylated formulation provides the highest 
plasma levels of liposomal mTHPC corresponding to the highest functional effect in vivo. 
AF4 is a fast separation tool for the fractionation of albumin, HDL, LDL and liposomes. By 
radioactive labeling of the drug and a lipid marker we were able to measure drug transfer and 
vesicle stability simultaneously. For mTHPC this method has the advantage of not suffering 
from photoinduced instability. The lipid marker COE is substrate of CETP (Holzschuh et al., 
2016). The COE transfer caused by this transfer protein increases with increasing bilayer 
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fluidity, especially when the lipophilic tail contains unsaturated fatty acids. CETP inhibition by 
torcetrapib was able to reduce this effect. However, for DOPC which contains two unsaturated 
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Table I. Liposome composition, mTHPC loading, particle size and PDI of all investigated 
formulations. Amounts of drug, cholesterol and PEGylated lipids are given in mol% based on 
molar concentrations of the phospholipids. 
No. Membrane composition 
mTHPC loading [mol%] z-Average 
[nm] 
PDI 
nominal actual  
EPC/EPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     
 Unmodified 0.8 0.65 97 ± 1 0.07 
2 Unmodified 4 3.48 103 ± 1 0.09  
3 Unmodified 8 7.42 113 ± 3 0.09 
4 + 7.5 mol% Cholesterol 4 3.38 102 ± 1 0.07 
5 + 15 mol% Cholesterol 4 3.24 101 ± 1 0.08 
6 + 22.5 mol% Cholesterol 4 3.01 113 ± 1 0.09 
7 + 30 mol% Cholesterol 0.8 0.66 110 ± 1 0.07 
8 + 30 mol% Cholesterol 4 3.17 110 ± 1 0.07 
9 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 6.86 100 ± 1 0.09 
10 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 6.77 91 ± 3 0.10 
DPPC/DPPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     
11 Unmodified 0.2 n.d.   
12 Unmodified 0.8 0.62 90 ± 1 0.09 
13 Unmodified 2 1.48 99 ± 1 0.09 
14 Unmodified 4 3.42 89 ± 1 0.08 
15 Unmodified 8 7.40 89 ± 1 0.07 
16 Unmodified 12 9.24 110 ± 1 0.09 
17 + 7.5 mol% Cholesterol 4 3.23 93 ± 1 0.08 
18 + 15 mol% Cholesterol 4 3.42 104 ± 1 0.07 
19 + 22.5 mol% Cholesterol 4 3.22 107 ± 1 0.07 
20 + 30 mol% Cholesterol 0.8 0.63 97 ± 1 0.07 
21 + 30 mol% Cholesterol 4 3.39 104 ± 1 0.07 
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22 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 6.51 99 ± 1 0.05 
23 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 6.82 89 ± 1 0.07 
DMPC/DMPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     
24 Unmodified 8 7.05 85 ± 1 0.09 
DOPC/DOPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     
25 Unmodified 8 6.86 104 ± 1 0.08 
DSPC/DSPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     
26 Unmodified 0.8 0.62 98 ± 1 0.06 
27 Unmodified 8 6.49 93 ± 1 0.07 
POPC/POPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)     




Table II. Transfer constants k1-3 for various lipid compositions and the corresponding Mi(0) and 
Mo(0) for the investigated liposome formulations. 
No. Membrane composition 
mTHPC [%] 3k-model 
 Mi(0) [%] Mo(0) [%] 
EPC/EPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid) 
3k-model: k1= 0.0054 k2= 0.3693 k3= 0.1471 
1 Unmodified 0.8 63.36 36.64 
2 Unmodified 4 53.31 46.69 
3 Unmodified 8 45.68 54.32 
4 + 7.5 mol% Cholesterol 4 52.36 47.64 
5 + 15 mol% Cholesterol 4 42.56 57.44 
6 + 22.5 mol% Cholesterol 4 41.51 58.49 
7 + 30 mol% Cholesterol 0.8 38.41 61.59 
8 + 30 mol% Cholesterol 4 29.17 70.83 
9 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 50.46 49.54 
10 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 54.59 45.41 
DPPC/DPPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid) 
3k-model: k1= 0.0196 k2= 1.1346 k3= 0.4303    
11 Unmodified 0.2 98.88 1.12 
12 Unmodified 0.8 84.13 15.87 
13 Unmodified 2 73.80 26.20 
14 Unmodified 4 67.77 32.23 
15 Unmodified 8 41.10 58.90 
16 Unmodified 12 37.63 62.37 
17 + 7.5 mol% Cholesterol 4 49.48 50.52 
18 + 15 mol% Cholesterol 4 34.52 65.48 
19 + 22.5 mol% Cholesterol 4 29.95 70.05 
20 + 30 mol% Cholesterol 0.8 20.02 79.98 
21 + 30 mol% Cholesterol 4 7.93 92.07 
22 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 39.82 60.18 
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23 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 34.68 65.33 
DMPC/DMPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid) 
3k-model: k1= 0.0179 k2= 0.7557 k3= 0.2761  
24 Unmodified 8 17.29 82.71 
DOPC/DOPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), with inhibitor 
3k-model: k1= 0.0110 k2= 0.6537 k3= 0.1510  
25 Unmodified 8 52.02 47.98 
DOPC/DOPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), without inhibitor 
3k-model: k1= 0.0096 k2= 0.5622 k3= 0.1318  
25 Unmodified 8 49.19 50.81 
DSPC/DSPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), without inhibitor 
3k-model: k1= 0.0088 k2= 1.7052 k3= 0.3484 
26 Unmodified 0.8 72.29 27.71 
27 Unmodified 8 57.56 42.44 
POPC/POPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid) 
3k-model: k1= 0.0071 k2= 0.8685 k3= 0.1469 








Figure 1: Protein binding of mTHPC. Equivalent amounts of an ethanolic mTHPC solution 
were incubated in human plasma for 1 hour at 37°C. Samples were subsequently fractionated 
with AF4. Protein binding to the according fractions was linear within the analyzed 
concentration range. The vertical lines represent the range of total liposomal mTHPC 




Figure 2: Effect of (A, B) drug loading, (C, D) cholesterol addition and (E, F) PEGylation on 
mTHPC retention in fluid EPC/EPG liposomes. The total amount of mTHPC recovered in the 
liposome fraction (left) as well as the relative amount of mTHPC per lipid remaining in the 
liposome fraction (DLR, right) after various incubation times is displayed. A DLR value of 1 
indicates that the initial drug loading is kept. No drug remaining in intact liposomes corresponds 
to a ratio of 0. Cholesterol was employed into liposomes containing 4 mol% mTHPC. 





Figure 3: Effect of (A, B) drug loading, (C, D) cholesterol addition and (E, F) PEGylation on 
mTHPC retention in rigid DPPC/DPPG liposomes. The total amount of mTHPC recovered in 
the liposome fraction (left) as well as the relative amount of mTHPC per lipid remaining in the 
liposome fraction (DLR, right) after various incubation times is displayed. A DLR value of 1 
indicates that the initial drug loading is kept while no drug remaining in intact liposomes 
corresponds to a ratio of 0. Cholesterol was added into liposomes containing 4 mol% mTHPC. 




Figure 4: Effect of lipid composition on (A) liposome stability, (B) drug release in human 
plasma and (C) the corresponding DLR in the liposome fraction. The graphs indicate that the 
choice of lipid has an influence on vesicle integrity and drug retention in liposomes. All 
formulations were loaded with 8 mol% mTHPC. 
 






Figure 6: Apparent liposome stability of unmodified 8 mol% mTHPC containing liposomes with 
varying lipid compositions. (A) Plasma was pre-incubated with the CETP inhibitor torcetrapib 
12 hours prior liposome addition. (B) To evaluate a potential additional 3H-COE release from 
liposomal bilayers experiments were also performed with non-pre-incubated plasma. 
 
 
Figure 7: Reaction Scheme. Internal liposome compartment (Mi) sends mTHPC monomers to 
the external (Mo) one with constant rate k1. Then, drug molecules are transferred to HDL and 
LDL with rate constants k2 and k3, respectively. We assume that HDL and LDL behave like 
sinks (k4 = k5 = 0). In one modified version of our model, we also include the presence of 





Figure 8: Exemplary fits for the 3k- and 5k-model for Foslip® (DPPC/DPPG + 8 mol% mTHPC) 





Table SI-I. Transfer constants k1-3 and k1-5 for various lipid compositions and the 
corresponding Mi(0) and Mo(0) for the investigated liposome formulations. 
No. Membrane composition mTHPC [%] 3k-model 5k-model
Mi (0) [%] Mo (0) [%] Mi (0) [%] Mo (0) [%]
EPC/EPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)
3k-model: k1= 0.0054 k2= 0.3693 k3= 0.1471 
5k-model: k1= 0.0206 k2= 0.3685 k3= 0.0833 k4= 0.1771 k5= 0.0833
1 Unmodified 0.8 63.36 36.64 60.76 39.24
2 Unmodified 4 53.31 46.69 43.90 56.10
3 Unmodified 8 45.68 54.32 30.58 69.41
4 + 7.5 mol% Cholesterol 4 52.36 47.64 43.33 56.67
5 + 15 mol% Cholesterol 4 42.56 57.44 28.59 71.41
6 + 22.5 mol% Cholesterol 4 41.51 58.49 23.43 76.57
7 + 30 mol% Cholesterol 0.8 38.41 61.59 22.51 77.49
8 + 30 mol% Cholesterol 4 29.17 70.83 6.95 93.04
9 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 50.46 49.54 39.04 60.96
10 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 54.59 45.41 44.94 55.06
DPPC/DPPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)
3k-model: k1= 0.0196 k2= 1.1346 k3= 0.4303 
5k-model: k1= 0.0493 k2= 1.1829 k3= 0.1890 k4= 0.3837 k5= 0.1234
11 Unmodified 0.2 98.88 1.12 100.00 0.00
12 Unmodified 0.8 84.13 15.87 86.34 13.66
13 Unmodified 2 73.80 26.20 78.58 21.42
14 Unmodified 4 67.77 32.23 70.48 29.52
15 Unmodified 8 41.10 58.90 29.95 70.05
16 Unmodified 12 37.63 62.37 26.97 73.03
17 + 7.5 mol% Cholesterol 4 49.48 50.52 44.39 55.61
18 + 15 mol% Cholesterol 4 34.52 65.48 24.20 75.80
19 + 22.5 mol% Cholesterol 4 29.95 70.05 14.21 85.79
20 + 30 mol% Cholesterol 0.8 20.02 79.98 0.00 100.00
21 + 30 mol% Cholesterol 4 7.93 92.07 0.00 100.00
22 + 2.62 mol% PEG750-DSPE 8 39.82 60.18 28.52 71.48
23 + 2.62 mol% PEG2000-DSPE 8 34.68 65.33 27.07 72.93
DMPC/DMPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)
3k-model: k1= 0.0179 k2= 0.7557 k3= 0.2761 
5k-model: k1= 0.6884 k2= 1.9028 k3= 0.9141 k4= 0.3916 k5= 0.5566
24 Unmodified 8 17.29 82.71 58.42 41.58
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DOPC/DOPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), with CETP-inhibition
3k-model: k1= 0.0110 k2= 0.6537 k3= 0.1510 
5k-model: k1= 0.0361 k2= 0.6366 k3= 0.0505 k4= 0.2609 k5= 0.0505
25 Unmodified 8 52.02 47.98 42.22 57.78
DOPC/DOPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), without CETP-inhibition
3k-model: k1= 0.0096 k2= 0.5622 k3= 0.1318 
5k-model: k1= 0.0319 k2= 0.5181 k3= 0.0510 k4= 0.2072 k5= 0.0510
25 Unmodified 8 49.19 50.81 37.81 62.19
DSPC/DSPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid), without inhibitor
3k-model: k1= 0.0088 k2= 1.7052 k3= 0.3484 
5k-model: k1= 0.0108 k2= 1.6617 k3= 0.2328 k4= 0.1692 k5= 0.0918
26 Unmodified 0.8 72.29 27.71 70.53 29.47
27 Unmodified 8 57.56 42.44 54.45 45.55
POPC/POPG (9:1 (w/w), 20 mg/ml phospholipid)
3k-model: k1= 0.0071 k2= 0.8685 k3= 0.1469 
5k-model: k1= 0.0095 k2= 0.8447 k3= 0.0940 k4= 0.0878 k5= 0.0362
28 Unmodified 8 56.43 43.57 53.54 46.46
Compilation of data sets and resulting fits for the 3k- (dashed lines) 



















(1) Effect of Torcetrapib / CETP-inhibition
(E) DSPC/DSPG





3 Unveröffentlichte Daten 
3.1 Motivation 
Anhand der zuvor vorgestellten Publikationen konnte gezeigt werden, dass es mithilfe der AF4 
möglich ist, das Verhalten von mTHPC-Liposomen in humanem Plasma zu untersuchen. 
Ebenso konnten in Zusammenarbeit mit Dr. Daniel Molnar anhand derselben Methode die 
Stabilität von SPC/Cholesterol-Liposomen in diesem Medium und der Austausch 
verschiedener in den Bilayer eingebauter PEG-Cholesterolanker an Plasmakomponenten 
untersucht werden (Molnar 2015). Im weiteren Verlauf der Arbeit galt es nun, das Verhalten 
alternativer Modellsubstanzen in Gegenwart von humanem Plasma zu untersuchen. Durch 
Variation der Lipophilie der untersuchten Substanzen über einen log P-Bereich von 3 bis 9 
sollten die vorab für mTHPC getätigten Beobachtungen in einem größeren Gesamtkontext 
beurteilt werden. 
Weiterhin wurde mithilfe der Langmuir-Filmwaage eine zusätzliche Methode angewandt, die 
zum einen Aufschlüsse über mögliche Wechselwirkungen zwischen mTHPC und 
entsprechenden Phospholipiden geben sollte und zum anderen eine weitere Möglichkeit 
darstellte, das Transferverhalten von lipophilen Arzneistoffen aus dem liposomalen Bilayer an 
eine andere Modellmembran – hier den auf die Subphase gespreiteten Monolayer – zu 
charakterisieren.
3.2 Materialien und Methoden 
3.2.1 Chemikalien 
Acetonitril..........................................VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Cholesterol ............................................................................. Genzyme, Liestal, Schweiz 
Chloroform.......................................Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Curcumin C3 Complex ..................................................... Sabinsa, Langen, Deutschland 
Curcumin (3H-gelabelt) ....................................... Biotrend Chemicals, Köln, Deutschland 
DPPC ..................................................................................... Genzyme, Liestal, Schweiz 
DPPG ..................................................................................... Genzyme, Liestal, Schweiz 
EPC ................................................................ Lipoid GmbH, Ludwigshafen, Deutschland 
EPG ................................................................ Lipoid GmbH, Ludwigshafen, Deutschland 
Essigsäure ........................................VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Estradiol-Hemihydrat .............................................. Sigma Aldrich, Saint Louis, MO, USA 
Estradiol (14C-gelabelt) ....................................... Biotrend Chemicals, Köln, Deutschland 
Ethanol ( 99 % Reinheit) ................ VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland 
ɲ-D-Glukose ..................................................... Roquette GmbH, Frankfurt, Deutschland 
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Methanol (> 99 % Reinheit) .............. VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland 
mTHPC ....................................................... biolitec Research GmbH, Jena, Deutschland 
mTHPC (14C-gelabelt) ................................ biolitec Research GmbH, Jena, Deutschland 
Natriumazid ..................................... Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Natriumchlorid (t 99 %) ...................Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Nelfinavir ................................................. Bombay College of Pharmacy, Mumbai, Indien 
Nelfinavir (3H-gelabelt) ....................................... Biotrend Chemicals, Köln, Deutschland 
POPC ................................................................. Avanti Polar Lipids, Alabaster, AL, USA 
POPG ................................................................. Avanti Polar Lipids, Alabaster, AL, USA 
Propofol (CRS) ....................................................... Sigma Aldrich, Saint Louis, MO, USA 
Propofol (3H-gelabelt) ......................................... Biotrend Chemicals, Köln, Deutschland 
RotiSzint® eco plus  ........................ Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Salzsäure ........................................ Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Torcetrapib ............................................................. Sigma Aldrich, Saint Louis, MO, USA 
TRIS ................................................ Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Wasser, reinst ............................ Merck Milipore, Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 
3.2.2 Herstellung der Liposomen 
Die verwendeten Liposomen wurden analog den Veröffentlichungen 2 und 3 durch Filmbildung 
und Extrusion hergestellt (Holzschuh et al. 2015). Ihre Zusammensetzungen sind Tabelle 4 
bzw. Tabelle 6 zu entnehmen. Die Lipide und APIs wurden in den geeigneten organischen 
Lösungsmitteln (Chloroform, Ethanol oder Methanol) gelöst. Im Falle der Herstellung von 
radioaktiv markierten Liposomen wurde ein Aliquot der entsprechenden Stammlösung des 
markierten Lipids bzw. APIs hinzugefügt. Anschließend wurde mithilfe eines 
Rotationsverdampfers (Rota Vapor R-114 und Vacobox B-177, Büchi Labortechnik GmbH, 
Essen, Deutschland) durch Verdampfen der Lösungsmittel ein homogener Lipidfilm gebildet, 
welcher anschließend für mindestens zwei Stunden unter Vakuum (< 50 mbar) getrocknet 
wurde. Die Rehydratisierung erfolgte entweder im Falle der AF4-Versuche mit 5 %iger (m/V) 
Glukoselösung (filtriert durch einen 0,2 m Sterilfilter (VWR, Darmstadt, Deutschland)) oder 
für die Versuche am Langmuir-Trog mit Reinstwasser. Die Dispersion wurde mit einem 
Handextruder (LiposoFast Basic, Avestin Inc., Ottawa, Kanada) 41-mal durch eine 
Polycarbonatmembran mit einer definierten Porengröße von 100 nm (Armatis, Mannheim, 
Deutschland) extrudiert. 
3.2.3 Gehaltsbestimmung 
Für die Gehaltsbestimmung wurden 200 l der Liposomen mit 4 ml 0,9 % (m/V) NaCl verdünnt 
und mittels Ultrazentrifugation (Beckman XL80, SW 55 Ti Rotor, Beckman Coulter, Brea, CA, 
USA) bei 4 °C und 200.000 xg für 3 h zentrifugiert. Der Überstand wurde entnommen und das 
Pellet oder eine entsprechende Menge der Liposomen in 1 ml Methanol redispergiert. Aliquote 
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des Überstandes sowie der aufgereinigten als auch nicht aufgereinigten Liposomen wurden 
anschließend auf ihren API-Gehalt untersucht.  
Für die radioaktiv markierten Liposomen geschah dies mithilfe von Flüssigszintillationszählung 
(Vgl. 3.2.4), indem ein Anteil der entsprechenden Proben mit 3 ml Szintillationscocktail 
(RotiSzint® eco plus) für 30 s homogenisiert und die enthaltene Radioaktivität bestimmt wurde, 
die die Berechnung des API-Gehalts ermöglichte (Vergleiche 3.2.4).  
Im Fall der nichtmarkierten Liposomen erfolgte die Gehaltsbestimmung mittels HPLC an einem 
GOLD-System (Beckman Coulter, Brea, CA, USA), welches mit einem DAD (SYSTEM GOLD 
UV/Vis 168) verbunden war. Für die Auftrennung wurde eine Synergi Max-RP18-Säule (4 
Microns, 80 Å, Phenomenex, Torrance, CA, USA) verwendet. 500 l des Überstandes, 100 l 
der redispergierten und 10 l der nicht aufgereinigten Liposomen wurden in je einem HPLC-
Vial (1,5 ml, VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland) mit Methanol auf 1 ml 
verdünnt. 20 l der jeweiligen Lösungen wurden mithilfe eines Autosamplers injiziert. Die 
Auftrennung erfolgte nach einem Gradienten, der aus 0,5 % Essigsäure (Phase A) und 
Acetonitril (Phase B) bestand. Genauere Informationen hierzu befinden sich in Tabelle 2. 
Alle Formulierungen wurden im Anschluss bei 4 °C im Kühlschrank gelagert. 
Tabelle 2: Bestimmung der Einschlusseffizienz (EE) mittels HPLC. (I) Methode und (II) die 
entsprechenden Detektionswellenlängen. 
I   II  
Stufe Dauer (min) Gradient API O (nm) 
1 3 Konstant bei 10 % B Cholesterol 273 
2 17 Linear steigend auf 90 % B Curcumin 412 
3 5 Konstant bei 90 % B Estradiol  278 
4 2 Linear fallend auf 10 % B mTHPC 412 
5 5 Konstant bei 10 % B Nelfinavir 254 
   Propofol 271 
3.2.4 Flüssigszintillationszählung 
Die Messung des radioaktiven Inhalts erfolgte anhand von LSC-Messungen an einem Tricarb 
2800 TR LSC (Perkin Elmer, Rodgau, Deutschland). Ein Aliquot der entsprechenden Proben 
wurde in einem Szintillationsvial (Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland) mit mindestens 2 Teilen 
Szintillationscocktail (Rotiszint® eco plus, Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland) für mindestens 
30 Sekunden homogenisiert. Die Bestimmung der Mengen an 3H- und 14C-Aktivität erfolgte 
simultan und wurde als entsprechende dpm-Werte ausgegeben. Weitere Details sind den 




Die Bestimmung der Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung erfolgte direkt nach der 
Herstellung der Liposomen und in definierten zeitlichen Abständen (1 bis 2 Wochen). Die 
Messungen wurden an einem Zetasizer Nano ZS (Zetasizer Nano ZS, Malvern Instruments, 
Herrenberg, Deutschland) durchgeführt. 10 l Liposomen wurden in 990 l des 
entsprechenden Dispersionsmittel (filtriert durch einen 0,2 m Sterilfilter) in einer Küvette 
verdünnt. Die Probe wurde in 4 Durchläufen mit jeweils 12 bis 16 Messungen im 
Rückstreumodus (173°) gemessen. Die Temperatur wurde auf 25 °C eingestellt und die 
entsprechende Viskosität wurde zur Berechnung im System hinterlegt.  
3.2.6 Weiterführende Untersuchungen an der AF4
Die Stabilitäts- und Transferuntersuchungen wurden analog zu jenen Studien durchgeführt, 
die in den Veröffentlichungen 2 und 3 für mTHPC detailliert beschrieben wurden.  
Die Auftrennung erfolgte an einem AF2000 MT-System, das an einen RI-, MALLS-, UV/Vis- 
(Postnova Analytics, Landsberg, Deutschland) und DLS-Detektor (Zetasizer Nano ZS, 
Malvern Instruments, Herrenberg, Deutschland) gekoppelt war. Der trapezförmige Kanal hatte 
eine Fläche von 31,6 cm² und eine Höhe von 500 m. Es wurde eine Membran aus 
regenerierter Cellulose mit einem Größenausschluss von 10 kDa verwendet. Die Elution 
erfolgte bei einem Detektorfluss von 1 ml/min über 90 Minuten. Die einzelnen Teilschritte 
können Tabelle 3 entnommen werden.  
Tabelle 3: Auftrennung des Plasma-Liposomen-Gemisches mittels AF4.
Stufe Dauer (min) Verlauf Cross-Flow [ml/min] 
1 12 Injektion + Fokussierung 
(Injektionsfluss = 0,2 ml/min, Fokusfluss = 4,8 ml/min)
4,0
2 1 Übergang von Fokus- auf Detektorfluss 
3 18 Cross-Flow konstant 4,0
4 30 Cross-Flow exponentiell abnehmend (Exponent: 0,3) 4,0 auf 0,4 
5 10 Cross-Flow exponentiell abnehmend (Exponent: 0,3) 0,4 auf 0,01 
6 15 Cross-Flow konstant 0,01 
7 4 Cross-Flow konstant 0
In allen Versuchen wurde Plasma eines männlichen Spenders verwendet. Dieses wurde 
aufgetaut und durch einen 0,2 m Sterilfilter (Rotilabo® Mini-Tip, Carl Roth, Karlsruhe, 
Deutschland) filtriert. Ein Aliquot an Liposomen, das einem Lipidgehalt von 1,5 mol entsprach, 
wurde mit 500 l dieses Filtrates gemischt und mit einem Puffer (150 mM NaCl, 0,03 % NaN3
und 10 mM Tris), der gleichzeitig als Fließmittel diente, auf 1 ml verdünnt. Ein Volumen von 
20,31 l dieser Mischung wurde manuell injiziert. 
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Um die Eignung der Methode für die gewählten Substanzen zu untersuchen, wurden alle 
Formulierungen zunächst für zwei Stunden in einem Wasserbad bei 37 °C in humanem 
Plasma inkubiert, bevor sie anschließend aufgetrennt und die entsprechenden Fraktionen 
aufgearbeitet wurden. Allen Liposomen-Plasma-Gemischen wurde der Cholesterolester-
Transferprotein (CETP)-Inhibitor Torcetrapib in DMSO zugefügt, sofern 3H-COE 
(Cholesteryloleylether) als Lipidlabel in die jeweilige Membran eingebaut wurde. Für die rigide 
Curcumin-Formulierung (Formulierung 1, Tabelle 4) wurden zusätzlich Inkubationszeiten von 
1, 4, 8 und 12 Stunden untersucht. 
Der Cross-Flow sowie der Detektorfluss wurden in einem Sammelgefäß aufgefangen. Die 
Wiederfindung wurde aus der Summe der Aktivität in den einzelnen Fraktionen berechnet. 
Zusätzlich wurde der radioaktive Inhalt des Sammelgefäßes bestimmt. 
3.2.7 Durchführung der Untersuchungen an der Filmwaage 
Die Versuche wurden an einem Langmuir-Trog RK1-System der Firma Riegler & Kirstein 
GmbH (Potsdam, Deutschland) durchgeführt. Der sogenannte „Biotrog“ aus Teflon besaß eine 
Fläche von 60 cm², wurde in eine vor Staub und Licht schützende Staubbox eingehaust und 
auf einem aktiv gedämpften Tisch gelagert. Eine zentrierte Vertiefung mit einem Durchmesser 
und einer Tiefe von 2 cm ermöglichte das Eintauchen eines Filterpapiers, dass zur 
Bestimmung der Oberflächenspannung nach der Wilhelmy-Methode verwendet wurde. Die 
Temperierung erfolgte über ein Wasserbad mit Thermostat (Julabo GmbH, Seelbach, 
Deutschland). Die Bewegung der Barrieren und Messungen der Oberfläche, 
Oberflächenspannung und Temperatur erfolgten elektronisch über eine Steuereinheit. Durch 
Bewegung der Barrieren wurde die Fläche mit einer Geschwindigkeit von 0,041 cm²/s 
(entspricht 50 Skaleneinheiten in der Steuereinheit) komprimiert oder expandiert. Die Daten 
wurden zur weiteren Auswertung mit der dazugehörigen Software aufgezeichnet.  
Als Subphase wurden 32 ml Reinstwasser verwendet. Magnetrührer, die mit einer 
Geschwindigkeit von 100 rpm gedreht wurden, sorgten für eine stetige Homogenisierung. Die 
Versuche wurden – sofern nicht anders angegeben – bei 25°C durchgeführt. Die Kalibrierung 
des Wilhelmy-Messsystems erfolgte in regelmäßigen Abständen mit Arachidinsäure. 
Arachidinsäure besitzt einen deutlichen Phasenübergang bei 25,6 mN/m (Kjaer et al. 1989, 
Modlinska und Bauman 2011). Vor jedem Versuch wurde zusätzlich die Kalibrierung mit 
Reinstwasser (Ȗ = 72 mN/m bei 25 °C (Vargaftik et al. 1983)) kontrolliert.  
Zwischen den Versuchen wurde der Trog mit Methanol gereinigt. Anschließend erfolgte eine 
mehrfache Spülung mit Reinstwasser. Die Reinheit des Troges wurde angenommen, wenn 
eine maximale Kompression der Barrieren eine Veränderung des Lateraldrucks von 
 0,2 mN/m ergab. 
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In einem ersten Ansatz wurden ʌ-A-Diagramme – sogenannte Isothermen – für reine Lipid- 
bzw. mTHPC-Lösungen aufgenommen, bevor entsprechende Mischungen mit einem 
Phospholipid / mTHPC Verhältnis zwischen 1:0 und 0:1 untersucht wurden. Es wurden 
Stammlösungen von DPPC (c = 4,3104*10-7 mol/ml), mTHPC (c = 1,0283 * 10-7 mol/ml) und 
POPC (c = 1,4959*10-7 mol/ml) in Chloroform hergestellt. Aliquote dieser Lösungen wurden 
gemischt und mit einer Mikroliterspritze (Hamilton®, Reno, NV, USA) auf die Subphase 
gespreitet. Nach Verdampfen des Chloroforms wurden die Barrieren mit einer konstanten 
Geschwindigkeit komprimiert, bis ein Kollaps des Films beobachtet werden konnte. Die 
Berechnung des Flächenbedarfs pro Molekül für ʌ = 0 mN/m erfolgte durch Extrapolation des 
linearen Teils der Isotherme. 
In einem weiteren Versuchsaufbau wurden Aliquote der POPC-Stammlösung auf die 
Subphase gespreitet. Der gebildete Film wurde – sofern nicht anders angegeben – auf einen 
bestimmten Lateraldruck ʌ (5 – 30 mN/m) komprimiert. Die Gesamtfläche des Films betrug 20 
bis 25 cm². Durch automatisierte Bewegung der Barrieren über einen Feedbackmechanismus 
wurde der Druck im Folgenden konstant gehalten. Sobald für 15 Minuten keine weitere 
Flächenänderung (ǻA) beobachtet werden konnte, wurden entsprechende Mengen an 
Liposomen mit einer gebogenen Mikroliterspritze unterhalb der Barriere der Subphase 
zugefügt und der Flächenzuwachs des Monolayers über die Zeit gemessen. Die Messung 
wurde abgebrochen, wenn keine weitere Flächenzunahme beobachtet werden konnte oder 
der Film kollabierte, frühestens jedoch nach 60 Minuten. Die resultierenden Kurven (¨A-t-
Diagramme) wurden mit einer exponentiellen Funktion extrapoliert und die relevanten 
Parameter (ǻA, t0,5) zusammengefasst. Es wurde die Abhängigkeit des relativen 
Flächenwachstums und der Geschwindigkeitskonstante vom angelegten Lateraldruck sowie 
der Zusammensetzung und Menge der hinzugegebenen Liposomen untersucht. 




3.3 Ergebnisse und Diskussion der weitergehenden Untersuchungen 
des Verhaltens lipophiler liposomaler APIs in humanem Plasma
3.3.1 Charakterisierung der Formulierungen  
Tabelle 4 fasst verschiedene physikochemische Parameter der zusätzlich zu den in den 
Veröffentlichungen untersuchten Liposomen zusammen. 
Tabelle 4: Zusammensetzung, Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung (PDI) der untersuchten 
Formulierungen sowie die Einschlusseffizienz (EE) der jeweiligen Arzneistoffe in den Bilayer und die 
Wiederfindungen (WF) nach Auftrennung mithilfe der AF4. Die Formulierungen wurden in 5 %iger (m/V) 
Glukoselösung hergestellt. 
Nr. Formulierung log 
PAPI1
z-Average 
[d. nm] / 
PDI




1 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Curcumin (8 mol%) 
2 Ci/ml 3H-Curcumin 
2 Ci/ml 14C-DPPC
3,29 2 124 ±     5 
0,09 ± 0,02
100 ± 1 16 /   62 101 / 104 
2 EPC/EPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Curcumin (8 mol%) 
2 Ci/ml 3H-Curcumin 
2 Ci/ml 14C-DPPC 
3,29 2 103 ±     3 
0,09 ± 0,03
  99 ± 1 14 /   68   93 /   98 
3 EPC/EPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Estradiol (8 mol%) 
4 Ci/ml 3H-COE 
2 Ci/ml 14C-Estradiol 
4,01 2 100 ±     2 
0,12 ± 0,03
77 ± 3 10 / 105 100 / 104 
4 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 





107 ±     1 
0,12 ± 0,02
  80 ± 3 17 /   97   90 /  96 
5 EPC/EPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Nelfinavir (8 mol%) 
4 Ci/ml 3H-Nelfinavir
2 Ci/ml 14C-DPPC 
5,7* 2
4,07 3
102 ±     2 
0,07 ± 0,02
  87 ± 1   9 /   91   91 /  99 
6 EPC/EPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Propofol (8 mol%) 
2 Ci/ml 3H-Propofol 
2 Ci/ml 14C-DPPC  
3,79 2 112 ±     1 
0,11 ± 0,01




Wiederfindung in den Fraktionen / Wiederfindung inklusive Sammelgefäß für 2 h Inkubation 
aus „Pubchem“ (NCBI 2004-2016) 




Alle Formulierungen besaßen eine Partikelgröße von ca. 100 nm und einen PDI kleiner als 
0,1, was auf eine homogene Größenverteilung hindeutet. Estradiol, Nelfinavir und Propofol 
zeigten Einschlusseffizienzen in den Bilayer im Bereich von 75 bis 85 %. Propofol wird klinisch 
in der phospholipidhaltigen Emulsion Diprivan® (AstraZeneca, London, Großbritannien) 
angewandt. In einer Reihe von Arbeiten konnte zusätzlich gezeigt werden, dass sich der 
Wirkstoff mit herkömmlichen Methoden der Liposomenherstellung (z.B. 
Ultraschallbehandlung) bis zu 20 mol% in die Membran einbauen lässt. Durch Herstellung 
mittels eines Microfluidizers konnte dieser Wert sogar auf ca. 50 mol% erhöht werden (Kastner 
et al. 2015). Die durch Ultraschallbehandlung hergestellten Vesikel waren jedoch bei Lagerung 
nicht in der Lage, den Wirkstoff in der Membran zu halten, was im Rahmen dieser Arbeit nicht 
beobachtet werden konnte. Für Estradiol wurde berichtet, dass der Einbau des Wirkstoffes in 
liposomale Membranen von deren Fluidität abhängt. Die Autoren konnten ja nach Beladung 
eine Einschlusseffizienz zwischen 18,6 (10 mol% Estradiol) und 56 % (1 mol%) für eine EPC-
Formulierung erzielen, wohingegen für die entsprechenden rigiden DPPC-Formulierungen 8,2 
bzw. 63,4 % in der Membran gehalten werden konnten (Bowey et al. 2014). Die im Rahmen 
dieser Arbeit erzielten Ergebnisse liegen deutlich oberhalb der Literaturwerte. Eine Möglichkeit 
hierfür könnte sein, dass die Gehaltsbestimmung mithilfe von Ultrazentrifugation bestimmt 
wurde, wohingegen Bowey et al. Tangentiale Flow-Filtration nutzten. Diese Methode, die der 
AF4 im Aufbau ähnelt, filtriert den nicht eingebauten Wirkstoff unter Sink-Bedingungen und 
einer permanenten Verdünnung, was zu einer zusätzlichen Wirkstofffreisetzung führen kann 
(Vergleiche 3.3.2). mTHPC sowie das hydrophilere Curcumin ließen sich komplett in die 
Liposomenmembran einarbeiten. Liposomales Curcumin ist ein in der Literatur intensiv 
betrachtetes Thema. Der Wirkstoff ist aufgrund seiner zahlreichen pharmakologischen 
Eigenschaften (antiinflammatorisch, antimikrobiell sowie antikanzerogen) für eine Reihe von 
Therapien interessant. Gleichzeitig leidet er unter schlechter oraler Bioverfügbarkeit aufgrund 
seiner geringen Löslichkeit in wässrigen Medien. Dagegen lässt er sich sehr gut in 
Phospholipidmembranen einbauen (Hasan et al. 2014). Chen et al. konnten eine 
Einschlusseffizienz von ca. 80% in einer 4 mol%-Formulierung ermitteln (Chen et al. 2012). 
Sie verwendeten hierfür SEC in Form einer Spin Column. Wir haben in unseren Versuchen 
festgestellt, dass Curcumin sehr schnell an Membranen und auch das Säulenmaterial bindet, 
was zu einer Freisetzung des Wirkstoffes führen kann. 
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3.3.2 Transferuntersuchungen in humanem Plasma 
Die Formulierungen wurden für zwei Stunden mit humanem Plasma inkubiert und die Proben 
anschließend mithilfe der AF4 aufgetrennt. Dabei zeigten die Elutionsprofile eine sehr gute 
Auftrennung der relevanten Plasmafraktionen und Liposomen, analog zu jenen, die in 
Veröffentlichung 2 dargestellt sind.  
Der Lipidlabel konnte in jedem Versuch zu > 90 % in den Fraktionen wiedergefunden werden. 
Die Formulierungen zeigten dabei eine beladungsunabhängige Stabilität von 81 ± 2 % für die 
EPC/EPG-Formulierungen und > 90 % für die DPPC/DPPG-Formulierungen. Diese 
Ergebnisse korrelieren sehr gut mit den Werten, die für die entsprechenden unbeladenen 
Liposomen und jenen mit unterschiedlichem mTHPC-Gehalt bestimmt wurden 
(Veröffentlichung 2 und 3). 
Anders verhielt es sich mit der Wiederfindung der untersuchten APIs. Diese wurden zu großen 
Teilen aufgrund des angelegten Cross-Flows durch die Membran an der Rückseite des Kanals 
ausgespült und im entsprechenden Sammelgefäß wiedergefunden. Lediglich 7 bis 17 % der 
eingesetzten Radioaktivität konnte in den Fraktionen nach zwei Stunden Inkubationszeit 
nachgewiesen werden (Vergleiche Tabelle 4). Kuntsche et al. beobachteten dieses Phänomen 
bereits in einem ähnlichen Ausmaß bei der Auftrennung von Liposomen, die mit Testosteron 
(log P = 3,3; Wiederfindung = 11 ± 1 %) und Hydrocortison (log P = 1,9; Wiederfindung = 2,0 
± 0,2 %) beladen wurden und begründen dies mit einer Wirkstofffreisetzung aufgrund der 
hohen Probenverdünnung. Sie konnten den Effekt in einem deutlich geringeren Ausmaß (ca. 
20 % Wirkstofffreisetzung) auch für mTHPC nachweisen (Kuntsche et al. 2012). Unsere 
Studien in humanem Plasma zeigten ebenfalls, dass nur durchschnittlich 83 % des 
Temoporfins in den Fraktionen wiedergefunden werden konnte, der verbliebene Teil 
absorbierte an die Membran der AF4 oder wurde ausgespült (Veröffentlichung 2). Eine 
Freisetzung lipophiler APIs im wässrigen Medium mag auf den ersten Blick überraschen. 
Allerdings wurde unter den gewählten experimentellen Bedingungen die 
Liposomenformulierung ca. um den Faktor 200.000 verdünnt, was diese Hypothese – im 
Speziellen für Substanzen mit einem vergleichbar geringen log P-Wert von 3 bis 4 – 
unterstützen würde. Auch Decker et al. verweisen in ihren Untersuchungen mit mTHPC auf 
den starken Verdünnungs- und Spüleffekt (Decker et al. 2012).
Rückstände von Curcumin konnten zusätzlich an der Membran wiedergefunden werden, die 
eine deutliche Gelbfärbung aufzeigte. Dieses Absorptionsverhalten begründet die geringe 
Gesamtwiederfindung von 62 bzw. 68 %. Nicht ausgespültes und nicht absorbiertes Curcumin 
konnte nach 2 Stunden zu 70 % (entspricht ca. 10% des insgesamt zugefügten Curcumins) in 
den Albuminfraktionen wiedergefunden werden. Die Gesamtmenge der Radioaktivität nahm 
dabei mit der Inkubationszeit zu. So konnten nach 12 Stunden 24 % des eingesetzten 
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Curcumins wiedergefunden werden (16 % nach 2 Stunden), davon 84 % an Albumin 
gebunden. Auch die restlichen untersuchten Wirkstoffe konnten vor allem an Albumin 
wiedergefunden werden. Lediglich Spuren von Estradiol verblieben noch in den Liposomen 
(4 %).
Aufgrund der geringen Wiederfindung wurde auf eine weiterführende quantitative Auswertung 
des Transferverhaltens verzichtet. Unter den gewählten Bedingungen können daher keine 
abschließenden Aussagen über die Proteinbindung der untersuchten Modellsubstanzen 
getätigt werden. Diese müsste durch andere Verfahren – z.B. 
Größenausschlusschromatographie an einer kurzen Säule – bestimmt werden. Andererseits 
zeigen diese ersten Ergebnisse, dass die Substanzen unter „sink“-Bedingungen rasch 
freigesetzt werden können. Das ist besonders in vivo wichtig für den therapeutischen Effekt. 
Liposomale Formulierungen dieser Wirkstoffe eignen sich demnach vor allem zur 
Verbesserung der Löslichkeit. Nach Injektion ist es wahrscheinlich, dass sie schnell aus der 
Membran freigesetzt werden. Dies wiederum schränkt die Anwendung solcher 
Formulierungen für ein Targeting stark ein. 
3.4 Ergebnisse und Diskussion der Untersuchungen an der 
Langmuir-Filmwaage 
Neben Plasmaproteinen stellen Membranen in vivo einen zweiten potentiellen Akzeptor für 
lipophile Wirkstoffe dar. Verschiedene Faktoren können beim Transfer einer lipophilen 
Substanz aus oder in eine Modellmembran eine Rolle spielen. So haben neben der jeweiligen 
Membranzusammensetzung und den physikochemischen Eigenschaften des zu 
transferierenden Stoffes auch Wechselwirkungen zwischen Phospholipid / Membran und dem 
einzubauenden Molekül einen entscheidenden Einfluss auf das Verhalten der jeweiligen 
Formulierung.
Ein Phospholipidmonolayer, wie er bei der Langmuir-Filmwaage Anwendung findet, stellt 
strukturell das denkbar einfachste Membranmodell dar. Ferner lassen sich an der Filmwaage 
verschiedene Parameter – beispielsweise die Filmzusammensetzung, Oberflächenspannung, 
Art und Temperatur der Subphase – relativ einfach variieren, sodass die gewünschten 
experimentellen Bedingungen leicht eingestellt werden können. Da die Messung an einer 
Monoschicht stattfindet, reagiert das System sehr empfindlich gegenüber diesen Größen.  
Mithilfe dieses Setups galt es zum einen, mögliche Wechselwirkungen von mTHPC mit 
Phospholipiden näher zu untersuchen und zum anderen, Parameter zu identifizieren, die beim 
Transfer von lipophilen Substanzen aus Liposomen an Modellmembranen eine Rolle spielen. 
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3.4.1 Einfluss von mTHPC auf die Eigenschaften von PC-Monoschichten 
Abbildung 9 zeigt die Abhängigkeit der Oberflächenspannung von der jedem Molekül zur 
Verfügung stehenden Fläche und der molaren Zusammensetzung der jeweiligen Monoschicht 
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Abbildung 9: Isothermen für (A) reine DPPC-, POPC- und mTHPC-Filme, (B) DPPC / mTHPC-
Gemische und (C) POPC / mTHPC-Gemische in jeweils unterschiedlichen molaren Verhältnissen von 




Tabelle 5: Kollapsdrücke und Flächen pro Molekül für die aufgenommen Langmuir-Isothermen 
verschieden zusammengesetzter Monoschichten. Flächen pro Molekül wurden durch Extrapolation der 
linearen Teile der Isothermen berechnet. ǻADiff gibt die berechnete Abweichung vom theoretischen Wert 
an, der sich aus der prozentualen Zusammensetzung und den jeweiligen Einzelflächen der 
Komponenten ergibt. 




Fläche / Molekül [Å²] ¨ADiff
[%] nExtrapoliert
für ʌ = 0 
Theoretisch 
Experimente bei 25°C 
DPPC 51,8 ± 1,3 52,57 ± 0,72   6 
POPC 43,0 ± 1,3 76,44 ± 1,00   6 
mTHPC 55,6 ± 4,9 81,18 ± 2,90   6 
DPPC + 0,8 % mTHPC 55,5 ± 1,2 52,85 ± 0,72 52,79   0,1 3 
DPPC + 2 % mTHPC 56,8 ± 0,4 54,05 ± 0,91 53,13   1,7 3 
DPPC + 4 % mTHPC 56,4 ± 1,9 54,91 ±1,95 53,67   2,3 6 
DPPC + 8 % mTHPC 57,7 ± 4,2 56,51 ± 2,04 54,69   3,3 6 
DPPC + 12 % mTHPC 57,2 ± 1,7 61,60 ± 2,25 55,63 10,7 6 
DPPC + 20 % mTHPC 57,0 ± 3,3 72,56 ± 0,21 57,34 26,5 3 
DPPC + 30 % mTHPC 56,5 ± 1,4 78,16 ± 1,11 59,17 32,1 3 
POPC + 8 % mTHPC 42,6 ± 1,6 79,24 ± 0,90 76,79   3,2 3 
Experimente bei 37°C     
DPPC 44,8 ± 2,6 77,90 ± 3,60   5 
mTHPC 54,2 ± 5,6 74,83 ± 7,27   5 
DPPC + 8 % mTHPC 44,1 ±1,6 79,35 ± 0,69 77,67 2,2 3 
Obwohl Ergebnisse solcher Isothermen generell vielen experimentellen Variablen unterliegen 
(Huynh et al. 2014), stehen die gemessenen Daten für die Phospholipide in gutem Einklang 
mit bereits veröffentlichten Werten (Yun 2003, Moghaddam et al. 2011). Exemplarisch sei die 
Isotherme von DPPC bei 25 °C beschrieben. Die Isotherme von DPPC zeigte bei 25 °C drei 
Phasenübergänge. Zunächst konnte ein Übergang vom koexistierenden gasförmig-flüssig-
expandierten Zustand in den flüssig-expandierten Zustand beobachtet werden. Dieser tritt auf, 
sobald ʌ steigt. Der vorherige Übergang vom gasförmigen in den koexistenten Zustand war 
unter den gewählten Bedingungen nicht zu erkennen. Er tritt üblicherweise für Flächen  200 
Å²/Molekül auf (Ma und Allen 2006). Es schloss sich ein zweiter Übergang vom flüssig-
expandierten in den flüssig-kondensierten Zustand bei einer Fläche von ca. 80 Å²/Molekül und 
einem Lateraldruck von 10 mN/m an. Im folgenden Plateau liegen beide Phasen in Koexistenz 
vor (Kaganer et al. 1999, Yun 2003, Ma und Allen 2006). Zusätzlich trat ein dritter Übergang 
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bei ca. 45 Å²/Molekül und 40 mN/m auf. Dieser wird als fester Übergang beschrieben und wird 
durch ein Aufrichten der gekippten Phospholipide – hier im flüssig-kondensierten Zustand – 
auf der Oberfläche eingeleitet. Anschließend kollabierte der Film bei 51,8 ± 1,3 mN/m. Der 
extrapolierte Platzbedarf pro DPPC-Molekül für ʌ = 0 mN/m lag bei 52,57 ± 0,72 Å².  
Interessanterweise konnte der dritte Phasenübergang für DPPC nicht beobachtet werden, 
wenn die Versuchstemperatur auf 37 °C erhöht wurde. Dieses Phänomen wird in der Literatur 
dadurch begründet, dass sich die Phospholipidmoleküle schlechter in einen geordneten 
Zustand packen lassen (Yun 2003). Eine Ursache hierfür liegt z.B. in der höheren Flexibilität 
der mittel- oder langkettigen Fettsäurereste durch Temperaturerhöhung. Mit steigender 
Temperatur nimmt ʌ als Ergebnis der höheren thermischen Bewegung der Ketten zu (Yun 
2003). In der Folge stieg auch der ermittelte Platzbedarf auf 77,90 ± 3,60 Å². Gleichzeitig zeigte 
sich eine Verschiebung des zweiten Phasenübergangs zu höheren Drücken. Die verringerten 
hydrophoben Wechselwirkungen wirken sich auch auf den Kollapsdruck aus. Der DPPC-Film 
kollabierte bei 37°C bereits bei 44,8 ± 2,6 mN/m. 
POPC zeigt im Vergleich zu DPPC keine flüssig-kondensierte Phase und auch nicht das 
dazugehörige Plateau (Worthman et al. 1997). Hier liegt der Grund für die verringerte 
Kompaktierbarkeit der Phospholipide in der Doppelbindung einer enthaltenen Fettsäure (Yun 
2003). POPC liegt nach dem Übergang in den flüssig-expandierten Zustand in diesem vor. Ein 
linearer Anstieg beginnt erst kurz vor dem Kollaps bei 60 Å²/Molekül und ca. 30 mN/m. Daraus 
resultiert eine extrapolierte Fläche von 81,18 ± 2,90 Å²/Molekül und ein verringerter 
Kollapsdruck von 43,0 ± 1,3 mN/m.  
Der Zusatz von Temoporfin in den aufgetragenen DPPC-Film veränderte dessen 
Eigenschaften (Abbildung 9B, Tabelle 5). Zum einen konnte gezeigt werden, dass der 
Kollapsdruck bei Komprimierung auf 55,5 ± 1,2 mN/m anstieg, wenn dem Phospholipid 
lediglich 0,8 mol% mTHPC hinzugefügt wurde. Er blieb bei weiterer Zugabe des lipophilen 
Arzneistoffs weitestgehend konstant und erreichte ein Maximum für 8 mol% bei 57,7 ± 4,2 
mN/m. Dieser Wert liegt auch in dem Bereich, in dem ein reiner mTHPC-Film kollabiert (55,6 
± 4,9 mN/m). Zum anderen konnte beobachtet werden, dass sich der zweite Phasenübergang 
mit steigendem mTHPC-Gehalt zu größeren ʌ verschob, wohingegen der dritte 
Phasenübergang ab einem Zusatz von über 8 mol% der Modellsubstanz nicht mehr vorhanden 
war. Aus den vorangegangen Betrachtungen lässt sich daher schlussfolgern, dass der 
lipophile Photosensitizer einen ähnlichen Einfluss auf die Beweglichkeit der Fettsäureketten in 
der Monoschicht hat, wie das Vorhandensein von Doppelbindungen oder eine 
Temperaturerhöhung. Worthman et al. beschrieben einen ähnlichen Effekt für einen DPPC-
Monolayer, dem Cholesterol zugesetzt wurde. Hier verschwand der Übergang vom flüssig-
expandierten in den flüssig-kondensierten Zustand für Cholesterolanteile  10 mol% 
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(Worthman et al. 1997). Cholesterol ist dafür bekannt, Membranen unterhalb der 
Phasenübergangstemperatur TC fluider zu machen (Eeman und Deleu 2010). Decker et al. 
konnten zeigen, dass der Einbau von mTHPC einen POPC/POPG-Bilayer fluider macht. Einen 
gegenteiligen Effekt konnten sie für einen rigiden DPPC-DPPG Bilayer beobachten, diesen 
jedoch nicht mit dem vorgestellten Modell erklären (Decker et al. 2012). Dragicevic-Curic et al. 
berichteten dagegen von einer Abnahme der Fluidität von Invasomen, wenn mTHPC 
eingebaut wurde (Dragicevic-Curic et al. 2011). Bei Invasomen handelt es sich um sehr flexible 
Vesikel, die die Wirkstoffpenetration durch die Haut verbessern sollen. Dragicevic et al. setzten 
der Formulierung hierfür Ethanol und Terpene hinzu. 
Ebenfalls konnte gezeigt werden, dass die durchschnittliche, einem Molekül zur Verfügung 
stehende Fläche mit zunehmendem mTHPC-Gehalt zunahm. Dies liegt neben dem genannten 
Effekt auch daran, dass ein Temoporfinmolekül mit 81,18 ± 2,90 Å² einen größeren Platzbedarf 
hat als ein entsprechendes Phospholipid. Interessanterweise sind die ermittelten Werte 
allerdings nicht linear zur hinzugefügten Menge an mTHPC und stets größer als die zuvor – 
auf Grundlage der jeweiligen Isothermen – berechneten theoretischen Flächen. Dabei nehmen 
die Abweichungen mit steigendem mTHPC-Gehalt zu, besonders für Temoporfinzusätze von 
mehr als 8 mol%. Werden dem DPPC-Film 30 mol% des Photosensitizers hinzugefügt, beträgt 
der Unterschied zwischen dem berechneten und ermittelten Wert z.B. 32,1 %. Hamor et al. 
bestimmten mittels Röntgenstrukturanalyse eine Querschnittsfläche des Porphyringerüstes 
von ca. 200 Å² (1,5 nm x 1,4 nm) (Hamor et al. 1964). Der im Rahmen der durchgeführten 
Experimente bestimmte Wert (81,18 ± 2,90 Å²/Molekül) lässt vermuten, dass das Molekül nicht 
planar auf der Oberfläche aufliegt, sondern eine schräge Position einnimmt oder Aggregate 
bildet. Die beobachteten Flächenzuwachse können daher auf eine Zunahme der Beweglichkeit 
der Fettsäureketten, einer Veränderung der Lage des mTHPC Moleküls auf der Oberfläche, 
einer vermehrten Monomerisierung oder aber einer Überlagerung aller Phänomene beruhen. 
3.4.2 Transferverhalten lipophiler Modellsubstanzen an Monoschichten 
3.4.2.1 Charakterisierung der Formulierungen 
Die Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung der am Langmuir-Trog untersuchten 
Formulierungen, sowie die Einschlusseffizienz der in den jeweiligen Bilayer eingebauten 
Arzneistoffe sind in Tabelle 6 zusammengefasst.
Alle Formulierungen zeigten Partikelgrößen im Bereich zwischen 100 und 150 nm im 
Durchmesser. PDIs im Bereich von 0,1 und weniger deuten jeweils auf eine monomodale 
Partikelgrößenverteilung hin.  
Cholesterol, Curcumin und mTHPC konnten vollständig in den entsprechenden Bilayer 
eingebaut werden. Dagegen konnten nur ca. 80 % der eingesetzten Mengen an Nelfinavir und 
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Propofol und lediglich 51 ± 10 % an Estradiol nach Ultrazentrifugation in den Liposomen 
wiedergefunden werden. Damit konnte für Estradiol gezeigt werden, dass sich der Wirkstoff 
schlechter in rigide als in fluide Membranen einbauen lässt. Selbiges haben Bowey et al. 
berichtet (Bowey et al. 2014), die das mit der engeren Lipidpackung begründen. Diese 
Eigenschaft konnte (in geringerem Aumaß) auch für Nelfinavir beobachtet werden (80% bzw. 
87%), wohingegen sich Propofol ähnlich gut in eine rigide DPPC/DPPG-Membran (88%) 
einbauen ließ wie in EPC/EPG-Liposomen (85%). Formulierungen, die sowohl für die 
Inkubationsversuche als auch für die Versuche am Langmuir-Trog hergestellt wurden, wiesen 
vergleichbare Einschlusseffizienzen auf. 
Die gemessenen Größen und Größenverteilungen sowie die Einschlusseffizienz blieben über 
einen Zeitraum von 4 Wochen konstant. 
Tabelle 6: Zusammensetzung, Partikelgröße und Partikelgrößenverteilung (PDI) der am Langmuir-Trog 
untersuchten Formulierungen sowie die Einschlusseffizienz (EE) der jeweiligen Arzneistoffe in den 
Bilayer. Die Liposomen wurden in Reinstwasser hergestellt.
Nr. Formulierung log PAPI z-
Average 
[d. nm] 
PDI EE [%] 
1 POPC/POPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Curcumin (8 mol %)
3,29 1 107 ± 1 0,11 ± 0,01 100 ±   1 
2 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Curcumin (8 mol %) 
3,29 1 131 ± 1 0,11 ± 0,01 100 ±   1 
3 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Curcumin (0,8 mol %) 
3,29 1 112 ± 1 0,09 ± 0,01 100 ±   1 
4 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Estradiol (8 mol %) 
4,01 1 110 ± 3 0,11 ± 0,03   51 ± 10 
5 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
mTHPC (8 mol %) 
8,8* 1
9,24 3
112 ± 2 0,09 ± 0,01   99 ±   2 
6 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Nelfinavir (8 mol %) 
5,7* 1
4,07 2
101 ± 2 0,06 ± 0,02   79 ±   2 
7 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Propofol (8 mol %) 
3,79 1 125 ± 2 0,10 ± 0,02   88 ±   1 
8 DPPC/DPPG (9:1 (m/m), 20 mg/ml) 
Cholesterol (30 mol %)
8,7* 1 155 ± 2 0,12 ± 0,01 100 ±   1 




aus „Pubchem“ (NCBI 2004-2016) 
aus „Viracept (Product Monograph)“ (Pfizer Canada Inc. 2012) 
aus Chen et al. 2011 




Die Methodenentwicklung wurde mithilfe von rigiden DPPC/DPPG- und fluiden POPC/POPG-
Liposomen durchgeführt, die mit entsprechenden Mengen an Curcumin beladen wurden. 
Diese Formulierungen wurden gewählt, da sich Curcumin zum einen im untersuchten Bereich 
zwischen 0,8 und 8 mol% komplett in die Doppelschicht eingebaut werden konnte und 
gleichzeitig – im Vergleich zu mTHPC – eine geringere Lichtempfindlichkeit aufwies, was die 
experimentelle Handhabung erleichterte. Zeitgleich zeigte die Substanz – im Vergleich zu 
Cholesterol (Vgl. Tabelle 7) – eine schnelle Transferkinetik, was den zeitlichen Rahmen der 
Versuche deutlich verkürzte. 
Auf die Oberfläche wurde ein POPC-Film aufgetragen, da dieser in der Praxis über einen 
längeren Zeitraum stabil gehalten werden konnte als beispielsweise ein DPPC-Film und im 
gewählten Bereich für ʌ keine Phasenübergänge besaß.  















Abbildung 10: Transferverhalten von Curcumin aus DPPC/DPPG-Liposomen (9:1 (m/m)) an einen 
POPC-Film bei ʌ = 25 mN/m. Dargestellt ist der Einfluss des Liposomen/POPC-Verhältnisses. Der Film 
enthielt ca. 6x10-9 mol POPC. Die Kurven entsprechen dem relativen Flächenzuwachs der Monoschicht 
über die Zeit nach Zugabe unterschiedlicher Stoffmengen an liposomalen Lipid in die Subphase. 
Dargestellt sind die entsprechenden Mittelwerte für jeweils mindestens drei unabhängige Experimente. 
Die Kurven wurden mithilfe einer einfachen exponentiellen Funktion extrapoliert. Die dazugehörigen 
Daten befinden sich in Tabelle 7A (n  3).
In einem ersten Versuch wurde der Einfluss verschiedener Parameter auf den 
Wirkstofftransfer an die Monoschicht untersucht. Dabei konnte festgestellt werden, dass der 
Transfer von der Anzahl der beladenen Liposomen in der Subphase und deren Beladung 
abhängig ist. Es konnte ein linearer Zusammenhang zwischen dem relativen Flächenzuwachs 
des POPC-Films und der hinzugegebenen Menge einer DPPC/DPPG-Formulierung bei 
konstanter Oberflächenspannung gefunden werden. Die dazugehörigen Ergebnisse sind in 
Tabelle 7A und B zusammengefasst. Im untersuchten Bereich von 0,068 bis 0,204 mol 
hinzugefügtem liposomalem Lipid waren die Ergebnisse sehr gut reproduzierbar und die 
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gemessenen Kinetikfunktionen als relativer Flächenzuwachs über die Zeit konnten mit einer 
einfachen exponentiellen Funktion dargestellt werden (Abbildung 10). 
Die Halbwertszeit betrug unter den gewählten Versuchsbedingungen jeweils ca. 3 Minuten. 
Wurde das Volumen der in die Subphase injizierten Formulierung allerdings über diesen 
Bereich hinaus erhöht, konnte beobachtet werden, dass der Film zwar weiterhin linear zur 
hinzugefügten Liposomenmenge expandierte, die Halbwertszeiten jedoch zunahmen und die 
Versuche generell schlechter reproduzierbar waren (Daten nicht gezeigt). Weiterhin ließen 
sich die entsprechenden Kinetiken auch nicht mehr mit einer einfachen exponentiellen 
Funktion darstellen. Es ist zu vermuten, dass die Kapazitäten des POPC-Films, Curcumin 
schnell aufzunehmen, bei größeren Wirkstoffmengen abgesättigt werden können oder mit 
höherem Lipidzusatz noch weitere Effekte – z.B. Fusion von liposomalen Phospholipiden an 
die Monoschicht – auftreten. In weiteren, hier nicht dargestellten Versuchen konnte beobachtet 
werden, dass dieses Phänomen auch bei anderen Modellsubstanzen auftrat.  















Abbildung 11: Maximaler relativer Flächenzuwachs eines POPC-Monolayers bei verschiedenen ʌ
nach Zugabe konstanter Mengen an DPPC/DPPG-Liposomen (9:1 (m/m)) mit einer Beladung von 8 
mol% Curcumin in die Subphase. Die Daten entsprechen dem Mittelwert aus mindestens drei 
unabhängig durchgeführten Experimenten. Die dazugehörigen Daten befinden sich in Tabelle 7C. 
Die Halbwertszeit des Transfers sowie der relative Flächenzuwachs waren ebenfalls von der 
Oberflächenspannung des POPC-Films abhängig, die für den jeweiligen Versuch konstant 
gehalten wurde (Abbildung 11, Tabelle 7C). Es konnte ein verstärkter Curcumintransfer 
beobachtet werden, wenn die Phospholipide eine geringere Kompaktierung (= größerer zur 
Verfügung stehender Platz) besaßen. Gleichzeitig nahm die Transfergeschwindigkeit ab. Der 
relative Flächenzuwachs verhielt sich dabei linear zur angelegten Oberflächenspannung des 
Films. Extrapoliert man die erhaltene Funktion, bedeutet dies, dass für ʌ > 33,8 mN/m kein 
Curcumin in den Film aufgenommen werden kann. Ein ähnlicher Wert wurde in Literatur 
bereits für Cyclosporin A beschrieben. Die Autoren korrelierten in dieser Arbeit ihre 
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Feststellungen mit einer nicht-vorhandenen ZNS-Gängigkeit des Wirkstoffes (Fahr und Reiter 
1999).
Interessanterweise war die Halbwertszeit, mit der Curcumin aus einer POPC/POPG-
Formulierung an einen POPC-Film transferierte, mit einem Wert von 2,5 Minuten ähnlich der 
einer DPPC/DPPG-Formulierung mit gleicher Wirkstoffbeladung (Tabelle 7B). Dennoch betrug 
der Flächenzuwachs in diesem Fall lediglich die Hälfte dessen, was für die rigide Formulierung 
unter gleichen Bedingungen gemessen werden konnte. Begründet werden kann dies mit einer 
veränderten Verteilung des Wirkstoffes zwischen Monolayer, Wasser und 
Liposomenmembran zugunsten des Bilayers. Ein geringerer Flächenzuwachs konnte auch 
beobachtet werden, wenn die Beladung der rigiden Formulierung herabgesetzt wurde, auch 
wenn die der Subphase hinzugefügte Menge an Curcumin gleich blieb. In diesem Fall war 
erhöhte sich jedoch auch der Lipidanteil in der Subphase, was wiederum zu einer 
Verschiebung des Gleichgewichtes führt. Zusätzlich war der Transfer leicht verlangsamt und 
eine Halbwertszeit von 3,6 ± 1,1 min konnte aus den Messdaten am Trog berechnet werden. 
3.4.2.3 Transferverhalten weiterer Modellsubstanzen 
Nachdem die Methode zunächst hinreichend entwickelt wurde, galt es im Folgenden das 
Verhalten von Curcumin im Kontext zu anderen lipophilen Modellsubstanzen zu betrachten. 
Aus diesem Grund wurden rigide DPPC/DPPG-Liposomen mit gleichen Molmengen dieser 
Wirkstoffe hergestellt und die erzielten Kinetikdaten mit denen von Curcumin verglichen. 
Hierbei musste beachtet werden, dass die Menge an Wirkstoff, die durch den Transfer in den 
Film eingebaut wurde, ausreichend groß war, um ein signifikantes Flächenwachstum 
aufnehmen und daraus eine Kinetik bestimmen zu können. Dabei waren sowohl die 
Molekülgröße, als auch das Verteilungsverhältnis des Wirkstoffes zwischen Wasser, der 
Mono- und Doppelschicht – gleichbedeutend mit der Affinität zum POPC-Film – wichtige 
Faktoren. Gleichzeitig musste sichergestellt werden, dass in diesem Bereich der Transfer nicht 
der zuvor erwähnten Sättigung unterliegt. Daher war es für jeden Wirkstoff zunächst wichtig, 
die hinzuzugebende Menge an Liposomen individuell zu bestimmen. Die entsprechenden 
Werte sind in Tabelle 7D zusammengefasst. Unter den untersuchten Modellsubstanzen 
erzeugten Curcumin und Nelfinavir den höchsten relativen Flächenzuwachs bei gleicher 
Wirkstoffkonzentration in der Subphase. Dagegen musste die zehnfache Menge an Estradiol 
und Propofol zugesetzt werden, um adäquate Transferkurven aufnehmen zu können. Auch 
Temoporfin transferierte in einem geringeren Ausmaß aus der Doppel- an die Monoschicht. 
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Tabelle 7: Transfereigenschaften verschiedener Substanzen aus liposomalen Doppelschichten an eine 
POPC-Monoschicht. Dabei wurde der Einfluss des (A) Donor-Akzeptor-Verhältnisses, (B) der 
Lipidzusammensetzung und Beladung der liposomalen Formulierung mit Curcumin als Modellsubstanz 
und (C) der Oberflächenspannung der Monoschicht untersucht. Zusätzlich wurde (D) das 
Transferverhalten für verschiedene lipophile Modellsubstanzen aus DPPC/DPPG Liposomen bestimmt. 
Die Subphase, in welche die Liposomen injiziert wurden, bestand dabei aus gereinigtem Wasser und 






t 0,5 [s] ¨A [%] n 
A DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,068 209 ± 48 2,89 ± 0,19 3 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,102 160 ± 15 4,09 ± 0,79 4 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,136 158 ± 39 4,92 ± 0,35 5 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,204 179 ± 14 7,31 ± 0,39 4 
B DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,136 209 ± 48 4,92 ± 0,35 5 
DPPC/DPPG/Curcumin 0,8 %   25 1,360 214 ± 63 3,79 ± 0,86 5 
POPC/POPG/Curcumin 8 % 25 0,131 158 ± 44 2,18 ± 0,27 3 
C DPPC/DPPG/Curcumin 8 %  10 0,136 572 ± 40 15,27 ± 1,17 3 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %  15 0,136 345 ± 31 12,30 ± 0,96 3 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   20 0,136 282 ± 32 8,83 ± 1,53 3 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,136 209 ± 48 4,92 ± 0,35 5 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   30 0,136 185 ± 39 2,92 ± 0,26 3 
D DPPC/DPPG 25 1,360 - - 3 
DPPC/DPPG/Cholesterol 30 %   25 0,680 >3600 - 3 
DPPC/DPPG/Curcumin 8 %   25 0,136 209 ± 48 4,92 ± 0,35 5 
DPPC/DPPG/Estradiol 8 %   25 1,360 168 ± 46 1,41 ± 0,63 3 
DPPC/DPPG/mTHPC 8 %   25 0,816 383 ± 56 2,61 ± 0,42 4 
DPPC/DPPG/Nelfinavir 8 % 25 0,272 179 ± 40 5,65 ± 1,13 5 
DPPC/DPPG/Propofol 8 % 25 1,360 113 ± 47 1,59 ± 0,42 3 
Unbeladene DPPC/DPPG-Liposomen wurden als Kontrolle verwendet, um eine 
Flächenänderung, z.B. durch Fusion, ausschließen zu können. Dieser wurde u.a. von 
Hernandez-Borrell et al. für DPPC-Liposomen an einen DPPC-Cholesterol-Film beschrieben. 
Sie konnten zeigen, dass geringe ʌ, hohe Ca2+-Konzentrationen in der Subphase und 
zunehmende Liposomenvolumina den Einbau des liposomalen Lipids begünstigen und zu 
einem Anstieg des Lateraldrucks bei konstanter Oberfläche führten (Hernandez-Borrell et al. 
1990). Unter den von uns gewählten Bedingungen (Messung des Flächenzuwachses bei 
konstantem Lateraldruck) konnte jedoch weder nach der Herstellung, noch nach vierwöchiger 
Lagerung der Liposomen bei 4°C eine signifikante Veränderung der Filmfläche innerhalb von 
3600 s festgestellt werden.  
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Nelfinavir und Estradiol zeigten ähnliche Transfereigenschaften wie Curcumin. Dagegen 
transferierten 50 % des Propofols bereits innerhalb von 113 ± 47 s in den POPC-Film. Die 
Daten stehen dabei im guten Einklang mit der von Fahr und Reiter ermittelten Halbwertszeit 
von 150  ± 42 s für den Transfer von liposomalem Cyclosporin A in einen DOPC-Monolayer 
(Fahr und Reiter 1999). Temoporfin wiederum zeigte von den untersuchten, therapeutisch 
eingesetzten Substanzen mit einer Halbwertszeit von 383 ± 56 s das langsamste 
Transferverhalten.
Mit noch deutlicherer Verzögerung transferierte Cholesterol, welches für seine besonders gute 
Affinität zu Phospholipiden bekannt ist und auch in biologischen Membranen vorkommt 
(Cooper 1978). Prinzipiell waren die Transferversuche für diese Formulierung am 
schlechtesten reproduzierbar, zeigten jedoch in jedem Einzelexperiment Halbwertszeiten von 
mehr als einer Stunde. Die Ergebnisse korrelieren dabei sehr gut mit Untersuchungen von 
Fahr und Seelig, die sich mit dem Transfer von Cholesterol aus Donor- in Akzeptorliposomen 
beschäftigten. Hier konnte gezeigt werden, dass dieses Molekül nur relativ langsam, mit einer 
berechneten Halbwertszeit von 60 min (3600 s), ausgetauscht wurde. Cyclosporin A dagegen 
transferierte mit einer Zeitkonstante von 270 s (Fahr und Seelig 2001). Auch McLean und 
Phillips bestimmten die Austauschgeschwindigkeit von Cholesterol zwischen Liposomen. Sie 
berechneten eine Halbwertszeit von 2,3 ± 0,3 h, die von der Cholesterolbeladung unabhängig 
war (McLean und Phillips 1981). Als Ursache für diesen Effekt wird die strukturelle Ähnlichkeit 
zu Phospholipiden beschrieben, die dafür sorgt, dass es nur durch Flip-Flop-Bewegungen des 
Bilayers in die wässrige Phase freigesetzt und durch eine andere Membran aufgenommen 
werden kann. Wirkstoffe, die diese Ähnlichkeit nicht aufweisen, benötigen diesen Schritt nicht 
(Fahr et al. 2005).  
Liposomen, die eine Beladungseffizienz von weniger als 100 % besaßen, wurden vorab 
mithilfe von Ultrazentrifugation von freiem Wirkstoff abgetrennt. Überraschenderweise zeigten 
Liposomen, die auf diese Weise aufgereinigt wurden, im Hinblick auf den Flächenzuwachs und 
die Zeitkonstante ähnliche Transfereigenschaften wie die entsprechende Formulierung, die 
nach der Herstellung nicht weiter aufgearbeitet wurde, wenn eine äquivalente Menge an 
Wirkstoff der Subphase zugesetzt wurde. Eine mögliche Interpretation dieser Beobachtung 
liegt darin, dass die Absorption des Wirkstoffs in den POPC-Film den 
geschwindigkeitsbestimmenden Schritt in diesem Versuchsaufbau darstellt. Dies setzt voraus, 
dass Teile der untersuchten Wirkstoffe unter den gewählten Bedingungen schnell aus der 
Liposomenmembran in die wässrige Subphase freigesetzt werden. Bei einer Verdünnung um 
den Faktor 600 bis 12.000, wie sie hier experimentell gewählt wurde, erscheint dies für die 
entsprechenden Moleküle ein möglicher Effekt zu sein. Dieser bestätigt auch die 
Beobachtungen, die für die gleichen APIs an der AF4 gemacht werden konnten 
(Vergleiche  3.3.2). Gleichzeitig kann durch eine permanente Homogenisation der Subphase 
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gewährleistet werden, dass der Wirkstoff an die Monoschicht transportiert wird. In diesem Fall 
würden direkte Transfereffekte zwischen Liposomenmembran und Monoschicht (z.B. durch 
Kollision) nur eine untergeordnete Rolle spielen, wohingegen sie einen möglichen 
Transfermechanismus für fester in den Bilayer verankerte Substanzen (z.B. Cholesterol und 
in geringerem Ausmaß mTHPC) beschreiben können, die nicht in diesem Maße durch eine 
Verdünnung freigesetzt werden. Der Übergang in den Monolayer erfolgte aus selbigen 
Gründen ebenfalls nicht quantitativ, sodass nur ein sehr geringer Anteil der Wirkstoffe in die 
Phospholipidschicht aufgenommen wurde (< 5%), während die restlichen Mengen im 




Eine Vielzahl der sich auf dem Markt oder in der klinischen Entwicklung befindlichen Wirkstoffe 
zeigt eine schlechte Löslichkeit in wässrigen Systemen. Liposomale Formulierungen stellen 
eine Möglichkeit dar, diese Substanzen trotzdem therapeutisch zu verabreichen. Am Beispiel 
des Photosensitizers mTHPC (Temoporfin) – der den Schwerpunkt der vorliegenden Arbeit 
bildete – konnte in vorangegangen Arbeiten gezeigt werden, dass die DPPC/DPPG-
Formulierung Foslip® und die PEGylierte Form Fospeg® im Vergleich zur ethanolhaltigen 
Lösung Foscan® verbesserte pharmakokinetische Eigenschaften zeigen. Die Möglichkeit des 
passiven Targetings erlaubte es zusätzlich, den Wirkstoff gezielt im Tumorgewebe 
anzureichern (Buchholz et al. 2005, de Visscher et al. 2011, Bovis et al. 2012, Reshetov et al. 
2013) und die Dosis zu reduzieren. In Verbindung mit einer verstärkten Monomerisierung von 
mTHPC-Aggregaten konnten so gleichzeitig die Pharmakodynamik als auch die 
Verträglichkeit erhöht werden (Compagnin et al. 2011, Decker 2013).  
Eine Voraussetzung für diesen Effekt ist, dass die Formulierung im Blutkreislauf ausreichend 
stabil ist und der Wirkstoff im Vesikel verbleibt (Decker 2013). Wirkstoffe, die in der inneren 
hydrophilen Phase des Liposoms verkapselt vorliegen, werden durch den Abbau der Vesikel, 
Diffusion durch den Bilayer oder spezifische Mechanismen am Wirkort freigesetzt. APIs (z.B. 
mTHPC), die in die Membran eingebaut werden, stehen zusätzlich im stetigen Kontakt zu 
potentiellen Akzeptoren, z.B. Plasmaproteinen oder Erythrozyten. Auf diesem Weg ist es 
möglich, dass sie bereits vorher das Vehikel verlassen und sich lediglich ein leeres Liposom 
im Tumorgewebe anreichert. Das Verhalten der Formulierung ist in beiden Fällen abhängig 
von der Membranzusammensetzung (Allen und Cleland 1980, Allen 1981, Decker et al. 2013a, 
Reshetov et al. 2013) und kann den entsprechenden Anforderungen angepasst werden. Ein 
Verständnis dafür, welche Faktoren hierfür relevant sind, ist eine Grundvoraussetzung für den 
jeweiligen Therapieerfolg. 
Aus diesem Grund wurden verschiedene Modellsysteme entwickelt, um das Transferverhalten 
lipophiler Wirkstoffe aus Liposomen zu bestimmen. In vitro-Methoden stellen dabei eine 
schnelle und kostengünstige Möglichkeit dar, in einer Art Screening den Einfluss 
unterschiedlicher Parameter zu untersuchen und anhand der gewonnen Erkenntnisse ein 
besseres Gefühl für das spätere in vivo-Verhalten zu erhalten. 
Liposomales mTHPC wird in wässrigen Puffersystemen nicht freigesetzt. Die Zugabe von 
lipophilen Akzeptoren führt jedoch zum schnellen Wirkstofftransfer (Kachatkou et al. 2009). 
Für mTHPC wurden daher eine Reihe von Systemen vorgestellt, die den Transfer auf lipophile 
Modellmembranen (Petersen et al. 2010, Hefesha et al. 2011) oder Blutbestandteile (Reshetov 
et al. 2011, Reshetov et al. 2012, Decker et al. 2013b, Kaess und Fahr 2014, Holzschuh et al. 
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2015) untersuchen. Die getätigten Beobachtungen stehen dabei in direktem Zusammenhang 
mit Daten, die in vivo erhoben wurden (Decker et al. 2013a, Reshetov et al. 2013, Xie et al. 
2015).
In einer aktuellen Arbeit nutzten Hinna et al. die AF4, um on-line den Transfer des – dem 
mTHPC strukturell sehr ähnlichen – pTHPPs aus kleinen Donor- an größere 
Akzeptorliposomen zu untersuchen (Hinna et al. 2014). In der Vergangenheit wurde diese 
Technik bereits erfolgreich zur Auftrennung von Plasmabestandteilen (Madorin et al. 1997) 
verwendet.
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde erstmals eine Methode beschrieben, die die AF4 
verwendet, um den Transfer von mTHPC aus Liposomen an Plasmaproteine zu quantifizieren 
(Holzschuh et al. 2015). Die erzielten Ergebnisse stehen im Einklang mit bereits zuvor 
publizierten Daten. Es konnte gezeigt werden, dass diese Methode aufgrund der sehr guten 
Trennleistung und den verkürzten Messzeiten eine weitere Möglichkeit darstellt, in Form von 
in vitro-Untersuchungen das Verhalten von mTHPC-Liposomen in Hinblick auf eine 
anschließende in vivo-Anwendung besser einzuschätzen. 
4.1 In vitro-Untersuchungen zum Verhalten liposomaler 
Formulierungen in humanem Plasma
Nach Injektion in den Blutkreislauf können Liposomen mit verschiedenen Blutbestandteilen 
interagieren. Wechselwirkungen mit Plasmaproteinen sind dabei das am besten beschriebene 
und untersuchte Phänomen und können zum Abbau der Vesikel und / oder der Freisetzung 
des Wirkstoffs führen. Im Fokus stehen dabei vor allem die Lipoproteine HDL, LDL und VLDL, 
die als natürlicher Transporter für Cholesterol, Phospholipide und Fettsäuren agieren und 
dementsprechend eine hohe Affinität für diese Moleküle aufweisen (Cox und Garcia-Palmieri 
1990, Wirtz 1991). In der Literatur wurde beispielsweise beschrieben, dass Phosphatidylcholin 
aus der Liposomenmembran auf HDL transportiert wird, was zur Desintegration der Vesikel 
führt (Scherphof et al. 1978, Allen 1981, Scherphof et al. 1983). Albumin – als das am 
häufigsten vorkommende Plasmaprotein – stellt ebenfalls eine wichtige Komponente in diesem 
System dar. Gleichzeitig können diese Strukturen auch als mögliche Akzeptoren für lipophile 
Wirkstoffe (z.B. mTHPC) auftreten (Michael-Titus et al. 1995).  
Sowohl die Stabilität der Vesikel als auch die Bestimmung der freigesetzten Wirkstoffmenge 
sind folglich wichtige Parameter, die in in vitro-Studien in humanem Plasma untersucht 
werden.
Weinstein et al. beschrieben für Liposomen, in denen Carboxyfluorescein in hoher 
Konzentration verkapselt vorlag, eine Methode, die anhand von Fluoreszenzquenching in der 
inneren Phase die Wirkstofffreisetzung beschreibt (Weinstein et al. 1977). Auf diese Weise 
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ließen sich im Folgenden der Abbau der Vesikel als auch die Freisetzung über Porenbildung 
in Puffersystemen oder in humanem Plasma quantifizieren (Lelkes und Tandeter 1982). 
Reshetov et al. nutzten das photoinduzierte Fluoreszenzquenching von mTHPC aus, um die 
Freisetzung des Wirkstoffes aus den Liposomen auf die gleiche Weise zu quantifizieren 
(Reshetov et al. 2011, Reshetov et al. 2012, Reshetov et al. 2013). Gleichzeitig untersuchten 
sie die Stabilität der Vesikel durch Messen der Anzahl der intakten Liposomen mithilfe der 
NTA-Technologie. Der große Vorteil dieser Vorgehensweise liegt in der schnellen und 
einfachen Messung, die eine vergleichsweise geringe Probenvorbereitung und keine 
anschließende Trennung der Donoren und Akzeptoren benötigt. Allerdings sind auf diese 
Weise lediglich quantitative Aussagen über die Wirkstofffreisetzung und Stabilität möglich. 
Qualitative Aussagen über die entsprechenden Prozesse – im Speziellen den Abbau der 
Vesikel – können nicht getroffen werden. Nachteilig ist ebenfalls, dass diese Methode auf 
Wirkstoffe beschränkt ist, die Fluoreszenzeigenschaften aufweisen, welche sich im Verlauf 
des Versuches nicht verändern (z.B. Verstärkung / Quenching nach Proteinbindung). Im Falle 
des Temoporfins ist zusätzlich zu beachten, dass das Molekül zum starken Photobleaching 
neigt und die resultierenden Photoprodukte unter Umständen andere optische und 
physikochemische Eigenschaften aufweisen können (Decker 2013).  
Radioaktive Marker 
In der Vergangenheit wurden ebenfalls radioaktive Marker verwendet, die sensitiv auf die 
Interaktion von Liposomen mit Plasmaproteinen reagieren. Hydrophile Substanzen – z.B. 
Inositol (Murata et al. 2000) oder Povidon-Iod (Scherphof und Morselt 1984) –, fanden 
Anwendung, um ähnlich dem Fluoreszenzmodell Aussagen über Stabilität und Porenbildung 
zu geben. Des Weiteren wurden lipophile Marker in den Bilayer eingebaut – z.B. 
Phosphatidylcholin (Damen et al. 1981), Sphingosinphosphat (Murata et al. 2000), Cholesterol 
(Lange et al. 1983, Letizia und Phillips 1991) oder Cholesterolderivate (z.B. Ester oder Ether) 
(Green et al. 1989, Decker et al. 2013a) –, um konkrete Aussagen über Austausch und 
Transport durch Plasmaproteine treffen zu können. Die Wahl des „richtigen“ Markers hängt 
dabei stark davon ab, welche Effekte untersucht werden sollen.  
Originale Bestandteile der Membran eignen sich beispielweise, um die Mechanismen des 
Vesikelabbaus näher zu untersuchen. So konnten Scherphof et al. mit gelabeltem 
Phosphatidylcholin zeigen, dass HDL in der Lage ist, Bausteine aus der Membran 
auszutauschen. Da dieser Austausch für fluide Liposomen in Richtung des Lipoproteins 
verschoben ist, werden in der Folge Vesikel abgebaut (Scherphof et al. 1978, Chobanian et 
al. 1979). Der Transfer eines Phospholipids ist unter Gleichgewichtsbedingungen ein 
vergleichbar energieaufwendiger Prozess (Marrink et al. 1998). Daher ist es nicht 
verwunderlich, dass der Prozess durch ein Phospholipidtransferprotein (PLTP) stimuliert 
werden kann (Damen et al. 1980, Damen et al. 1982, Tall et al. 1983). Zusätzlich ist der 
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Transfer größenabhängig: Für kleine Vesikel ist er stärker ausgeprägt (Scherphof und Morselt 
1984). Der Einbau von Cholesterol in eine fluide Membran sorgt dafür, dass diese stabilisiert 
wird. In der Folge wird der Transport von Phospholipiden an Lipoproteine verringert. Dadurch 
verschiebt sich das Gleichgewicht, sodass die Vesikel intakt bleiben (Kirby et al. 1980, Damen 
et al. 1981). Eine Versteifung der Membran, die das Eindringen von Proteinen in die Membran 
erschwert, kann auch durch Verwendung von Lipiden geschehen, die über langkettige, 
gesättigte Fettsäuren verfügen. Allen konnte zeigen, dass DSPC-Liposomen in Folge des 
verringerten Phospholipidtransfers deutlich stabiler sind (Allen 1981).  
Soll jedoch ein Marker quantitative Aussagen über die Integrität der Vesikel geben, sollte er 
nur bei Zerstörung des Vesikels freigesetzt werden. In der Literatur wurden hierfür 
Cholesterolether (z.B. Cholsteryloleylether (COE)) beschrieben. Dieser Label zeigte in 
Rattenplasma metabolische Stabilität (Derksen et al. 1987). In in vitro-Untersuchungen konnte 
zudem gezeigt werden, dass er sich nur sehr langsam zwischen zwei Modellmembranen 
austauscht (Fahr und Seelig 2001).  
In unseren Untersuchungen in humanem Plasma konnten wir allerdings feststellen, dass der 
Label ein Substrat des CETPs ist und dadurch – in Abhängigkeit der Membranrigidität und 
sterischer Abschirmung – unterschiedlich stark ausgetauscht wird. Da CETP im Rattenplasma 
nicht vorkommt (Ha und Barter 1982), kann dieser Effekt dort nicht beobachtet werden. Fluide 
Membranen im flüssig-kristallinen Zustand sind empfindlicher für die Adsorption und das 
Eindringen von Plasmaproteinen. Dieser Effekt wird durch Doppelbindungen in den Lipidketten 
unterstützt (Scherphof et al. 1978, Allen 1981, Wirtz 1991). Entsprechende Phospholipide 
weisen beispielsweise in Untersuchungen an der Filmwaage eine lockere Packungsdichte auf, 
besitzen einen höheren Platzbedarf und kollabieren bei Komprimierung bei geringeren 
Lateraldrücken (Yun 2003, Moghaddam et al. 2011). Folglich war es nicht verwunderlich, dass 
CETP in der Lage war, den COE-Label aus EPC/EPG-Membran „herauszuziehen“ und auf ein 
Lipoprotein zu transferieren. Dieser Effekt konnte ebenso für SPC-, POPC/POPG- und 
DOPC/DOPG-Membranen beobachtet werden, deren Lipidketten ebenfalls Doppelbindungen 
aufweisen. Der COE-Transfer konnte im Falle von DOPC/DOPG-Liposomen auch nicht 
gänzlich durch den CETP-Inhibitor Torcetrapib unterbrochen werden. Offensichtlich ist diese 
Membran sehr einfach zu penetrieren, sodass der Label noch über einen anderen 
Mechanismus freigesetzt werden kann. Für diesen Fall stellt die Verwendung eines 
Phospholipidlabels eine Alternative zu der Kombination aus COE und CETP dar. Aber auch 
dieser kann – wie oben bereits beschrieben – ausgetauscht werden. Ferner unterliegt er einer 
Hydrolyse, die sowohl während der Lagerung als auch der Inkubation auftreten kann. Je nach 
Lokalisation des Labels kann die daraus gebildete Fettsäure andere Transfer- und 
Bindungseigenschaften aufweisen als das zugehörige Phospho- bzw. Lysolipid (Hamilton und 
Cistola 1986, Murata et al. 2000, Holzschuh et al. 2015). Ein Cholesterollabel ist dahingehend 
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für diese Zwecke ungeeignet, als dass er durch Diffusion und Kollision auf einen lipophilen 
Akzeptor übertragen werden kann (Fahr et al. 2005). Zusätzlich verestert die Lecithin-
Cholesterol-Acyltransferase (LCAT) gebundenes Cholesterol an der Oberfläche von HDL mit 
einer Fettsäure (Aron et al. 1978), wodurch ein Rücktransfer verhindert wird. 
Viele Marker stehen 3H- oder 14C-gelabelt zur Verfügung. Wegen ihrer geringeren Reichweite 
und kürzeren Halbwertszeit, gelten 3H-Label als sicherer. Dem gegenüber steht jedoch ein 
potentieller metabolischer Transfer des Tritiums auf andere Substrate, was zur Verfälschung 
der Aussage führen kann (Krauser 2013). Diese Zusammenfassung zeigt, dass die Auswahl 
des „richtigen“ Lipidlabels dem Versuchsaufbau angepasst werden muss. Die Eignung der 
jeweiligen Label hängt dabei von verschiedenen Parametern – z.B. Versuchsziel, 
Membranfluidität, Preis u.a. – ab (Holzschuh et al. 2015).  
Methoden der Probenauftrennung 
In vitro-Versuche bieten gegenüber in vivo-Versuchen gewisse Vorteile: Durch die Einführung 
eines standardisierten Systems ist es möglich, eine Vielzahl an Versuchen in zumeist kurzen 
Zeiträumen durchzuführen. Häufig weisen diese Methoden auch eine vereinfachte 
Probenhandhabung und einen deutlich geringeren Aufwand auf, als es beispielsweise bei Tier- 
oder gar Humanversuchen der Fall ist. Dem gegenüber sollte dem Experimentator jedoch 
bewusst sein, dass die erzielten Ergebnisse stark den gewählten experimentellen 
Bedingungen unterliegen und daher die gewonnen Erkenntnisse lediglich unterstützend zum 
Verständnis von Mechanismen und dem späteren in vivo-Verhalten herangezogen werden 
können. 
Die beschriebenen Untersuchungen verlangen in der Regel eine Auftrennung von Liposomen 
und Plasmaproteinen nach Inkubation. Dies geschah in der Vergangenheit üblicherweise 
mithilfe der SEC. Studien, die sich mit der selektiven Interaktion zwischen HDL oder anderen 
isolierten Plasmabestandteilen und Vesikeln beschäftigten, konnten sich auch der 
Ultrazentrifugation unter Verwendung eines Dichtegradienten bedienen (Chobanian et al. 
1979, Guo et al. 1980). Diese Art der Auftrennung eignet sich jedoch durch Überlappung der 
Dichten und zusätzlicher Adsorption von Proteinen an die Liposomenoberfläche (Veränderung 
der Dichte) nicht für eine Inkubation in humanem Plasma (New 1990). SEC bietet zudem die 
einfachere Probenvor- und - aufbereitung. Durch Anbindung unterschiedlicher Detektoren 
können zudem on-line-Charakterisierungen durchgeführt werden. Denkbar wären 
beispielsweise Methoden der Partikelgrößenanalyse oder eine quantitative Bestimmung des 
freigesetzten Wirkstoffs über UV/Vis- oder Fluoreszenzspektrometrie. Dabei ist allerdings auf 
die jeweiligen Detektionsgrenzen zu achten. Ebenso ermöglicht eine Auftrennung der Probe 
eine simultane Bestimmung der Vesikelstabilität und der Wirkstoffverteilung. Durch die Wahl 
des entsprechenden Säulenmaterials für den jeweiligen Größenbereich und die Möglichkeit 
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der linearen Kopplung mehrerer Säulen kann die Methode einfach den gewünschten 
Parametern angepasst werden. Dennoch korreliert die Trennleistung der SEC stark mit der 
Zeit: Eine lange Trennstrecke und geringe Flussraten begünstigen zwar eine Separation 
einzelner Fraktionen, führen jedoch gleichzeitig dazu, dass eine Einzelmessung über mehrere 
Stunden dauern kann (Decker et al. 2013b, Kaess und Fahr 2014). Interaktionen der Probe 
mit dem Säulenmaterial können die Trennleistung und Ergebnisse zusätzlich beeinflussen. In 
der Praxis werden die Säulen daher üblicherweise mit dem aufzutrennenden Analyten (z.B. 
Liposomen) vorgesättigt (Ruysschaert et al. 2005). 
Asymmetrische Fluss Feld-Fluss Fraktionierung konnte als eine alternative Methode für diese 
Art der Auftrennung etabliert werden. Ihre Vorteile lagen dabei in der kürzeren Laufzeit bei 
guter Auftrennung und geringeren Interaktionen mit der stationären Phase (Wagner et al. 
2014). Gerade erstere reduziert beispielsweise den Probendarf, da nahezu alle Proben aus 
einem Inkubationsansatz gezogen werden können und keine Einzelzeitpunktbestimmung 
durchgeführt werden muss. 
Untersuchungen von fluiden EPC/EPG und rigideren DPPC/DPPG-Liposomen (Foslip®), in 
deren Membran 8 mol% mTHPC eingebaut wurde, führten zu vergleichbaren Ergebnissen wie 
in vitro-Studien, die sich der SEC bedienten (Decker et al. 2013b, Kaess und Fahr 2014). 
Während der Lipidlabel komplett wiedergefunden werden konnte, wurden ca. 15 % des 
mTHPC entweder vom Cross-Flow durch die Membran ausgespült oder an die Membran 
gebunden. Eine vergleichbare Menge des Wirkstoffes konnte auch in den SEC-Experimenten 
nicht wiedergefunden werden (Decker et al. 2013b). In diesem Fall kann mTHPC an das Gel 
gebunden werden, von wo aus es in folgenden Versuchen auf die Probe zurücktransferieren 
kann. 
Ein kritischer Punkt bei der Auftrennung durch die AF4 ist der Fokusschritt, in dem die Probe 
sehr nah am Injektionsort aufkonzentriert wird und die damit eine Verlängerung der 
Inkubationszeit darstellt. Studien dieser Arbeit konnten für Foslip® zeigen, dass dieser Effekt 
in einem Maß vorhanden ist, der die folgenden Transferbeobachtungen nicht überdeckt, aber 
dennoch in die jeweiligen Betrachtungen einbezogen werden muss. 
Ein anderer Punkt, der zu einer limitierten Anwendbarkeit der Methode führte, waren die 
geringen Wiederfindungen der weniger lipophilen APIs. Kuntsche et al. konnten zeigen, dass 
die Wiederfindung unterschiedlicher liposomaler Wirkstoffe an der AF4 mit deren Lipophilie 
zusammenhängt (Kuntsche et al. 2012). Sie führten die geringen Wiederfindungen für 
Testosteron (11 %; log P = 3,3) und Corticosteron (2 %; log P = 1,9) auf die erhöhte 
Wirkstofffreisetzung unter der starken Verdünnung und den geschaffenen Sink-Bedingungen 
zurück. Obwohl die Fähigkeit einer lipophilen Substanz, sich in den anisotropen Bilayer 
anzureichern, von weiteren Faktoren als nur dem Octanol-Wasser-Koeffizienten abhängt 
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(Oliveira et al. 1989), gilt es als Faustregel, dass Substanzen mit einem log P-Wert zwischen 
1,7 und 5 nur bedingt in den Bilayer fest eingeschlossen werden können und häufig in der 
Folge schnell wieder freigesetzt werden (Muralidharan et al. 2014). Die im Rahmen dieser 
Arbeit neben mTHPC untersuchten Wirkstoffe lagen ebenfalls in diesem Bereich der Lipophilie 
und konnten an der AF4 nur zu 7 bis 17 % wiedergefunden werden. Große Teile dieser APIs 
wurden durch die Membran gespült und landeten im Cross-Flow. Nicht ausgespülte Wirkstoffe 
zeigten eine erhöhte Affinität zu Albumin und weniger zu den phospholipid- und 
cholesterolreichen Lipoproteinen.  
Am Langmuir-Trog konnte für diese Wirkstoffe ebenfalls ein sehr schneller Transfer an den 
Monolayer gemessen werden. Auch dieser Effekt kann auf eine schnelle Freisetzung in Folge 
der hohen Verdünnung zurückgeführt werden bzw. einer schnellen Einstellung des 
Gleichgewichts zwischen Bilayer, Subphase und Monolayer. Ähnlich schnelle Transferzeiten 
wurden in analogen Transfermodellen auch für Cyclosporin A (log P = 2,92 (El Tayar et al. 
1993)) und Paclitaxel (log P = 2,5 (berechnet) (NCBI 2004-2016)) berichtet (Fahr et al. 2005). 
Für Cyclosporin A ist bekannt, dass es in vivo schnell aus den Liposomen freigesetzt wird 
(Fahr et al. 1995). 
Zusammenfassend lässt sich also sagen, dass die untersuchten Wirkstoffe sich zwar in den 
Bilayer einarbeiten ließen, unter den gewählten Versuchsbedingungen allerdings nicht in der 
Membran gehalten werden konnten und in der Folge einer schnellen Freisetzung unterliegen. 
Ein solches Verhalten ist beispielsweise für ein passives Targeting unerwünscht. In dieser 
Hinsicht geben beide Methoden – Langmuir-Trog und AF4 – wichtige Informationen zum 
Freisetzungsverhalten unter Sink-Bedingungen für die Trägersysteme. Die Messung der 
Plasmaproteinbindung war jedoch nicht möglich. Die Messung des in vitro-Verhaltens in 
Abhängigkeit von der Membranzusammensetzung wurde im Folgenden nur noch für mTHPC 
weiterbetrachtet.
4.2 In vitro-Verhalten von mTHPC-Liposomen in Plasma 
4.2.1 Einbau von mTHPC in den Bilayer 
Nach der Injektion von Foscan® in den Blutkreislauf kann die Ausbildung von 
Wirkstoffaggregaten beobachtet werden. Diese Aggregate sind für die lange und atypische 
Pharmakokinetik und -dynamik der Formulierung verantwortlich (Senge und Brandt 2011). Für 
mTHPC konnten im Plasma zwei Formen beobachtet werden: Dimere, die sich 
vergleichsweise schnell in Monomere umwandeln und höhere Aggregate, deren 
Disaggregationsverhalten langsamer ist und von Albumin abhängt (Sasnouski et al. 2005). 
Porphyrin-Aggregate weisen eine erhöhte Lipophilie auf, was die Aufnahme in das Gewebe 
und den Verbleib in der Membran begünstigt (Ricchelli et al. 1998). Auf der anderen Seite zeigt 
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die monomere Form eine erhöhte photodynamische Leistung und ist für die Bildung der 
reaktiven Sauerstoffspezies verantwortlich (Senge und Brandt 2011).  
Nicht nur in wässriger Lösung neigen Porphyrine zur Aggregation. Auch in biologischen 
Membranen (Ricchelli 1995) und Liposomen (Ricchelli et al. 1998) konnte dieses Phänomen 
bereits beobachtet werden. So bilden Hematoporphyrin und Protoporphyrin im hydrophilen als 
auch lipophilen Milieu planare Aggregate.  
Reshetov et al. beobachteten mTHPC-Aggregate – sogenannte J-Aggregate – in rigiden 
DPPC/DPPG-Liposomen. Die Ausbildung der Aggregate war dabei abhängig von der 
Wirkstoffbeladung. Bei einem Einbau von 8 mol% mTHPC in die Membran konnte nur ein 
geringes Aggregationsverhalten gemessen werden. Bei PEGylierten Liposomen war dieser 
Effekt noch geringer ausgeprägt. Die Gruppe konnte ebenso zeigen, dass die PEGylierung 
einen Einfluss auf die Lage des Moleküls hatte. Während mTHPC in herkömmlichen 
Membranen im inneren der Membran lokalisiert ist, konnten bei der PEGylierten Formulierung 
vergleichsweise mehr Moleküle an der Membranoberfläche detektiert werden. Die Autoren 
begründen dieses Phänomen mit der Löslichkeit des APIs in PEG (Reshetov et al. 2011). In 
fluiden Membranen (z.B. nach Temperaturerhöhung) ordnet sich das Molekül noch weiter im 
lipophilen Teil an (Lavi et al. 2002, Reshetov et al. 2011). Polarere Photosensitizer lagern sich 
dagegen eher zwischen den Fettsäureketten und der Kopfgruppe an (Veres et al. 2012). Der 
Zusatz von Cholesterol konnte dazu beitragen, das eher polare Photofrin II näher an die 
Grenzfläche zur wässrigen Phase zu verschieben (Ehrenberg und Gross 1988). Im Gegensatz 
dazu verbleiben die lipophileren Varianten im lipophilen Bereich der Membran (Lavi et al. 
2002). Kepczynski et al. schlussfolgerten, dass der dem jeweiligen Molekül zur Verfügung 
stehende Raum die Lage des Wirkstoffs im Bilayer beeinflusst (Kepczynski et al. 2008). 
Die Messungen an der Filmwaage konnten zeigen, dass der Einbau mTHPCs in einen DPPC-
Phospholipidmonolayer die Stellung des Moleküls auf der Wasseroberfläche verändern und 
ebenso die Aggregation des Moleküls verringern kann. Dabei zeigte mTHPC einen ähnlichen 
Effekt auf das Verhalten des Lipidfilms wie eine Temperaturerhöhung, die Verwendung von 
Phospholipiden mit ungesättigten Fettsäuren (Yun 2003) oder den Einbau von Cholesterol 
(Worthman et al. 1997) in einen DPPC-Film. Alle drei Ansätze sind dafür bekannt, die Fluidität 
einer DPPC-Membran zu erhöhen. Der beobachtete Effekt war nicht linear zur hinzugefügten 
Menge an mTHPC. 
Decker et al. beschrieben, dass der Wirkstoff die Fluidität einer POPC/POPG-Membran 
erhöht. Sie bedienten sich der AF4, um die größen- und krümmungsabhängige Verteilung von 
mTHPC in SUVs zu bestimmen. Höhere Wirkstoffbeladungen konnten in kleineren Vesikeln 
gefunden werden (Decker et al. 2012). Kuntsche et al. zeigten, dass der Einbau von mTHPC 
in eine rigide Membran den Phasenübergang in Abhängigkeit von der mTHPC-Beladung nach 
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unten verschiebt. Für DPPC/DPPG-Liposomen, die einen Phasenübergang von den fluiden in 
den rigiden Zustand bei 42 °C haben, kann der Zusatz von mTHPC diesen sogar auf unterhalb 
der Körpertemperatur reduzieren. Gleichzeitig kann eine Verbreiterung des 
Phasenüberganges für steigende mTHPC-Beladungen beobachtet werden, was auf 
Interaktionen zwischen den polaren Kopfgruppen hindeuten kann. Die Lage des 
Phasenüberganges ist dagegen von den Kohlenstoffketten der Phospholipide abhängig 
(Kuntsche et al. 2010). Eine solche Interaktion ließ sich auch in den Langmuir-Untersuchungen 
beobachten, wodurch sich der Übergang vom flüssig-expandierten in den flüssig-
kondensierten Zustand verschob und der dritte Phasenübergang komplett verschwand.  
Im Gegensatz dazu konnten Dragicevic-Curic et al. beobachten, dass der Einbau des 
Wirkstoffs in die Membran von Invasomen deren Fluidität herabsetzte. Ihre Hypothese 
belegten sie mit DSC-Messungen, in denen gezeigt wurde, dass der Einbau von mTHPC den 
Phasenübergang von DMPC nach oben verschiebt. Als Ursache geben sie die Einschränkung 
der Beweglichkeit der Lipidketten durch Wirkstoff-Moleküle an. Diese Ergebnisse wurden 
durch ESR-Messungen unterstützt, in denen gezeigt werden konnte, dass sich das Molekül in 
der Nähe der Lipidketten lokalisiert (Dragicevic-Curic et al. 2011).  
Diese Zusammenfassung zeigt, dass mTHPC in Abhängigkeit von der 
Membranzusammensetzung unterschiedliche Einflüsse auf deren Verhalten hat. Gleichzeitig 
bestimmt die Zusammensetzung der Formulierung die Fähigkeit, den Photosensitizer in die 
Membran einzubauen. Im Folgenden soll daher betrachtet werden, inwiefern eine 
systematische Modifikation der Membranzusammensetzung einen Einfluss auf das in vitro-
Verhalten der Formulierung in humanem Plasma hatte. 
4.2.2 Einfluss der Formulierung auf die in vitro-Stabilität und Wirkstofffreisetzung 
Studien über die Plasmabindung von mTHPC zeigten eine hohe Affinität zu lipophilen 
Plasmabestandteilen wie HDL (39 %), LDL (22 %), VLDL (6 %) und dem ebenfalls lipophilen 
Lipoprotein(a) (17 %). Dagegen lag nur ein geringerer Teil in der Fraktion mit den löslichen 
Proteinen, z.B. Albumin (16 %) gebunden vor (Michael-Titus et al. 1995). Die Verteilung von 
Lipoprotein(a), das sich aus LDL-ähnlichen Partikeln und Apolipoprotein(a) zusammensetzt, 
ist im Plasma sehr heterogen und die gemessenen Molekulargewichte reichen von 2*106 bis 
1010 Da (März et al. 1993). Im Rahmen unserer Untersuchungen konnten wir vier 
unterschiedliche Fraktionen identifizieren, an welche mTHPC und der Lipidlabel gebunden 
vorlagen: Albumin, HDL, LDL und eine Fraktion, die VLDL, Liposomen und unter Umständen 
auch Lipoprotein(a) enthielt. Diese Moleküle zeigen eine Überlappung in den Partikelgrößen 
und können dadurch nicht auf diese Weise voneinander getrennt werden. Ähnliche 
Beobachtungen konnten auch in SEC-Studien getätigt werden (Reshetov et al. 2012, Decker 
et al. 2013b, Kaess und Fahr 2014). Unsere Versuche mit einer ethanolischen Lösung von 
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mTHPC zeigten, dass dieses nach der Auftrennung nahezu dosisunabhängig zu ca. 75 % an 
HDL gebunden vorlag, während ca. 16 % in den LDL- und 5 % in den Albuminfraktionen 
wiedergefunden werden konnten. Die Verteilung auf größere Partikel – beispielsweise VLDL 
und Lipoprotein(a) – spielten in diesem Aufbau unter Verwendung von Plasma, das im 
nüchternen Zustand gewonnen wurde, nur eine geringere Rolle. Ähnliche Verteilungen 
konnten für liposomales mTHPC erzielt werden. Auch in diesem Fall stellte HDL den 
Hauptakzeptor dar (Holzschuh et al. 2015). Interessanterweise blieb der Anteil an mTHPC, 
der an Albumin gebunden war, über den kompletten Inkubationszeitraum weitestgehend 
unverändert. Es stellt sich die Frage, ob es sich in diesem Fall um eine Nebenkomponente – 
z.B. ein Photoprodukt – handelt, das bei der Herstellung und Probenvorbereitung entstanden 
ist und eine hohe Affinität zu diesem Protein besitzt. Einen ähnlichen Effekt haben wir bereits 
für Phospholipide beschrieben, bei der die durch Hydrolyse entstandene Fettsäure vermehrt 
an Albumin bindet (Holzschuh et al. 2015). 
Das Verteilungsverhältnis des Wirkstoffes auf die Plasmakomponenten blieb weitestgehend 
von der Zusammensetzung der Formulierung unbeeinflusst. Lediglich das Ausmaß und die 
Geschwindigkeit, mit der der Wirkstoff auf diese Fraktionen transferiert wurde, und die 
Vesikelstabilität waren von der Membranzusammensetzung abhängig (Veröffentlichung 3). 
In unseren Untersuchungen zeigte sich, dass neben der separaten Beobachtung von 
Vesikelstabilität und Wirkstofftransfer auch das Verhältnis von API zu Lipid in der 
Liposomenfraktion wichtig für das Verständnis der mTHPC-Freisetzung ist. Dieser Quotient 
erlaubt zwischen zwei Mechanismen der Wirkstofffreisetzung – Instabilität der Vesikel oder 
direkter Austausch aus der Membran – zu unterscheiden. Auf diesem Weg kann exakter 
beschrieben werden, inwiefern eine Membran in der Lage ist, ein Molekül aufzunehmen und 
wie hoch das Bestreben ist, dieses wieder abzugeben. Dieser Quotient wurde bereits zuvor 
von Decker et al. beschrieben und angewandt (Decker et al. 2013b).  
4.2.2.1 Membranfluidität und Beladung 
Einen entscheidenden Parameter in diesen Betrachtungen stellte die Fluidität der Membran 
dar. In einem ersten Ansatz wurden daher EPC/EPG-Liposomen und DPPC/DPPG-
Liposomen mit gleicher Temoporfinbeladung untersucht. Hierbei konnte in Übereinstimmung 
mit der Literatur beobachtet werden, dass die rigidere Formulierung in Plasma eine hohe 
Stabilität über den kompletten Inkubationszeitraum aufwies. Nachdem in den ersten 30 min 
nur eine geringe Vesikeldestruktion stattfand (Decker et al. 2013b) , verringerte sich der Abbau 
über die folgenden 48 Stunden deutlich. EPC/EPG-Liposomen wurden deutlich und 
kontinuierlich über den kompletten Versuchszeitraum abgebaut. Ursache hierfür ist der bereits 
erwähnte Phospholipidaustausch über PLTP. Andererseits wurde mTHPC aus der rigideren 
Membran schneller freigesetzt. Lavi et al. beschrieben, dass lipophile Porphyrine durch den 
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Platzmangel in solchen Membranen an die Oberfläche gedrückt werden (Lavi et al. 2002). 
Durch diese Lokalisation können sie leichter über Kollision und Diffusion ausgetauscht werden. 
Eine Verringerung der Beladung sorgte dafür, dass die EPC/EPG-Liposomen den Wirkstoff 
nahezu ausschließlich über Vesikelinstabilität freigaben. Die Reduktion der Wirkstoffbeladung 
der DPPC/DPPG-Liposomen sorgt für eine Änderung von TC (Kuntsche et al. 2010). Während 
bei der Formulierung, die 8 mol% enthielt, oberhalb von TC gearbeitet wurde, lag bei einer 
Temoporfinbeladung < 3 mol% der Übergang oberhalb der Versuchsbedingungen. Trotzdem 
konnte kein Unterschied in der Vesikelstabilität beobachtet werden. Der prozentuale mTHPC-
Transfer aus der Gelphase konnte ebenfalls durch Reduktion der Beladung vermindert 
werden, der Wirkstoff wurde aber dennoch zu einem Großteil freigesetzt. Beobachtet man das 
Wirkstoff-Lipid-Verhältnis in der Membran über die Zeit, lässt sich für Foslip – bedingt durch 
eine Art von Burst-Release – eine Halbwertszeit von ca. 30-60 Minuten ablesen und wurde 
mithilfe des angewandten Modells auf 0,93 h beziffert. Dieser Wert korreliert sehr gut mit 
erhobenen in vivo-Daten (Reshetov et al. 2013). 
Cholesterol
Eine Möglichkeit, die Rigidität fluider Vesikel zu erhöhen, stellt der Einbau von Cholesterol in 
die Membran dar. In unseren Studien konnte analog zur Literatur gezeigt werden, dass die 
Stabilität der Formulierung in Abhängigkeit von der – dem Bilayer zugeführten – Menge 
Cholesterol zunahm (Allen 1981, Damen et al. 1981, Sulkowski et al. 2005). Ebenso konnte 
ein kondensierender Effekt beobachtet werden. Durch die dichtere Packung der 
Phospholipidmoleküle wurde es dem CETP erschwert, die Membran zu penetrieren. In der 
Folge trat ein verzögerter COE-Transfer auf, der durch Torcetrapib inhibiert werden konnte. 
Studien mit einem markierten Cholesterollabbel konnten zeigen, dass dieser langsam über die 
Zeit austauscht (Fahr und Seelig 2001). Dies begründet auch eine verstärkte Abnahme der 
Vesikelintegrität für längere Inkubationszeiträume. 
Gleichzeitig konnte beobachtet werden, dass der Zusatz von Cholesterol die Wirkstofffreigabe 
von mTHPC aus der Membran beschleunigte und erhöhte. Decker et al. berichteten, dass 
mTHPC eine geringere Affinität zu cholesterolhaltigen Membranen zeigt. Dies erklärt auch die 
höhere Affinität zu HDL, das im Vergleich zu LDL einen höheren Phospholipidanteil und einen 
geringeren Cholesterolanteil aufweist (Decker et al. 2013b). Antunes-Madeira und Madeira 
beschreiben für Parathion, dass eine verringerte Fähigkeit, den Wirkstoff nach Einbau von 
Cholesterol in der Membran zu halten, mit der Konkurrenz um Bindungsplätze oder durch 
Neuordnung der Lipidketten begründet werden kann (Antunes-Madeira und Madeira 1984). Ali 
und Kirby beobachteten für Propofol-, Diazepam-, Ibuprofen- und Midazolam-Liposomen, dass 
die jeweilige Beladungseffizienz ebenfalls durch den Einbau von Cholesterol in die Membran 
verringert wird. Im Falle von Propofol wurde dadurch die Wirkstofffreisetzung verlangsamt. Die 
Abschlussdiskussion 
168
Messung fand allerdings in Phosphatpuffer statt, in dem lipophile Akzeptoren fehlen (Ali et al. 
2010). Diese stellen offensichtlich eine Voraussetzung für die schnelle Freisetzung dar.  
Einfluss von Doppelbindungen und Kettenlänge 
Eine andere Möglichkeit, die Fluidität einer Membran zu erhöhen, ist die Einführung von 
Doppelbindungen oder die Variation der Kettenlänge. Aus diesem Grund wurden 
Phospholipide mit gesättigten (DPPC/DPPG), einer ungesättigten (POPC/POPG) oder zwei 
ungesättigten (DOPC/DOPG) Fettsäureketten als Membranbausteine untersucht. Eine 
POPC/POPG-Membran zeigte dabei ähnliche Fähigkeiten wie eine analoge EPC/EPG-
Formulierung, das mTHPC in der Membran zu halten. In einem anderen Versuch wurden 
Phospholipide mit gesättigten Fettsäureketten verwendet, deren Kettenlänge variiert 
(DMPC/DMPG, DPPC/DPPG, DSPC/DSPG). Die entsprechenden Formulierungen zeigten 
keine bzw. nur geringe Interaktionen mit CETP und ihre Stabilität nahm mit Zunahme der 
Kettenlänge zu. Die kurzkettigen DMPC/DMPG-Vesikel zeigten eine ähnliche Fähigkeit, den 
Wirkstoff in der Membran aufzunehmen wie DPPC/DPPG-Liposomen und setzten diesen in 
einer ähnlichen Geschwindigkeit frei. Decker et al. konnten dies in in vivo-Studien ebenfalls 
beobachten (Decker et al. 2013a). Gleichzeitig war der Transfer aus den langkettigen 
DSPC/DSPG-Liposomen verlangsamt. Diese Ergebnisse stehen im Gegensatz zu 
Beobachtungen von Hefesha et al., die eine Zunahme der Transfergeschwindigkeit von 
mTHPC mit steigender Kettenlänge der Donorliposomen beschrieben (Hefesha et al. 2011). 
Sie verwendeten für ihre Untersuchungen allerdings mTHPC-Liposomen, die eine deutlich 
geringere Beladung aufwiesen. DMPC/DMPG und DPPC/DPPG-Liposomen mit einer 
Beladung von 8 mol% liegen bei 37°C oberhalb von TC vor. Unter den von Hefesha gewählten 
Bedingungen trifft dies nur für die DMPC/DMPG-Formulierung zu (Kuntsche et al. 2010). 
Gleichzeitig bedingt eine erhöhte Beladung eine verstärkte Aggregation des mTHPCs in der 
Membran (Reshetov et al. 2011), welche die Freisetzung verlangsamen kann. DSPC/DSPG-
Liposomen weisen unter den untersuchten Formulierungen die dichteste Lipidpackung auf 
(Yun 2003) und bieten dem Photosensitizer den geringsten Platz in der Membran. Anhand der 
gemessenen Daten kann davon ausgegangen werden, dass sich in Folge des Platzmangels 
in dieser Membran verstärkt Aggregate bilden (Postigo et al. 2004), die sich erst auflösen, 
wenn die vorliegenden Monomere freigesetzt wurden. Solche Formulierungen zeigten eine 
entsprechend langsame zweite Freisetzungsphase. Diese Überlegungen werden durch unser 
Modell gestützt (Veröffentlichung 3).  
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4.2.2.2 PEGylierung der Oberfläche 
Eine PEGylierung der Liposomenoberfläche erhöht die Stabilität im humanen Plasma in vitro 
und in vivo während der Zirkulation. Decker et al. und Reshetov et al. beschrieben, dass eine 
PEGylierung von Foslip zu einer beschleunigten mTHPC-Freisetzung führt und begründen 
dies mit der Löslichkeit des Wirkstoffes in der PEG-Hülle und einer Ausbildung von Mizellen, 
die als Transporter auftreten können (Reshetov et al. 2012, Decker et al. 2013a). In der 
vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass dieser Effekt durch eine Erhöhung der 
Packungsdichte und Verlängerung der PEG-Ketten ausgeprägter beobachtet werden kann 
und auch auf eine EPC/EPG-Formulierung übertragbar ist. 
In vivo-Studien belegen, dass mit Fospeg® dennoch höhere Plasmaspiegel an liposomalem 
mTHPC erzielt werden können. Der schnelleren Wirkstofffreigabe über die PEG-Ketten stand 
die in diesem Fall die erhöhte Stabilität der PEGylierten Form gegenüber, deren Abbau durch 
das MPS durch die schützende PEG-Schicht behindert wird (Reshetov et al. 2013). Xie et al. 
beobachteten ebenfalls für Fospeg® höhere Plasmaspiegel, längere Zirkulationszeiten und 
ein verbessertes Haut-Tumor-Verhältnis als für Foslip®. Sie verwendeten eine HPLC-
Methode, um die Wirkstoffkonzentration nach parenteraler Applikation zu bestimmen (Xie et 
al. 2015). 
4.2.3 Zusammenfassung 
Bei der im Rahmen der PDT eingesetzten Substanzklasse der Porphyrine handelt es sich in 
der Regel um lipophile Substanzen, die in wässriger Lösung zur Aggregation neigen. 
Liposomale Trägersysteme stellen eine Möglichkeit dar, diese Erscheinung zu verringern und 
den Wirkstoff im Bilayer aufzunehmen. Für Temoporfin gelang dies in der vorliegenden Arbeit 
zu 12 mol%. Dieses Prinzip wird in der Praxis auch erfolgreich bei einem anderen 
Photosensitizer – Verteporfin – zur Therapie der altersbedingten Makuladegeneration 
angewandt. In Visudyne® lässt sich Verteporfin in einem Wirkstoff-Lipid-Verhältnis von 1 zu 
7,5 bis 15 in eine EPC/DMPC-Membran einbauen (Fahr et al. 2005). In vitro-
Transferuntersuchungen zwischen Phospholipidvesikeln und Plasmaproteinen zeigten, dass 
dieser Wirkstoff sehr schnell auf die entsprechenden Akzeptoren transferiert werden konnte 
und sich innerhalb weniger Minuten ein Gleichgewicht einstellte. Die fluide Formulierung zeigte 
zusätzlich Instabilität gegenüber Plasmazugabe. Verteporfin bindet ebenso wie mTHPC 
bevorzugt an Lipoproteine (Chowdhary et al. 2003). Das Molekül zählt zu den polaren 
Porphyrinen und lagert sich im Bilayer in der Nähe der polaren Kopfgruppe an (Tekrony et al. 
2011). Diese Position erleichtert in Kombination mit einem vergleichsweise geringen log P von 
2,1 (gemessen) bzw. 4,9 (berechnet mit XLOGP 3) (NCBI 2004-2016) den Austausch durch 
Diffusion und Kollision mit einer anderen Membran. Die Wahl einer in Plasma instabilen 
Formulierung beschleunigt zusätzlich die Freisetzung. Eine andere 
Membranzusammensetzung, die die Stabilität gegenüber Plasmabestandteilen erhöht, könnte 
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daher die Pharmakokinetik verbessern (Chang und Yeh 2012). mTHPC zeigte – trotz seiner 
deutlich höheren Lipophilie und seiner Position in der Nähe der Lipidketten – ebenso einen 
unerwartet schnellen Transfer in Gegenwart von Plasmaproteinen. In diesem Fall konnte die 
Wahl der Lipide nicht nur die Stabilität der Formulierung, sondern auch die Fähigkeit, die 
Wirkstoffmoleküle in der Membran zu halten beeinflussen. Vesikel, die aus Lipiden mit 
ungesättigten Fettsäuren zusammengesetzt waren, konnten mTHPC besser in die Membran 
aufnehmen und waren weniger bestrebt, den API wieder freizugeben. Eine solche Membran 
findet auch in Visudyne® Anwendung. Rigide Bilayer neigen dazu, mTHPC in Richtung der 
Oberfläche zu drücken, von wo aus das Molekül schnell an lipophile Akzeptoren transferiert 
werden kann. Aus diesem Grund konnten mit der fluiden Formulierung in den präsentierten in
vitro-Untersuchungen – trotz geringerer Stabilität – höhere Plasmaspiegel an liposomalem 
mTHPC erzielt werden. PEGylierung der Oberfläche und Einbau von Cholesterol sind neben 
der Wahl rigider Lipide weitere Möglichkeiten, die Stabilität einer Formulierung zu erhöhen. 
Cholesterol erwies sich dabei als kontraproduktiv, was den Einbau von mTHPC in den Bilayer 
betraf, da beide Moleküle um eine Position in der Membran konkurrieren. Auch eine 
PEGylierung erhöht die Wirkstofffreigabe. Jedoch überwiegt in diesem Fall die Erhöhung der 
Stabilität gegenüber Plasmaproteinen, sodass in vivo höhere Plasmaspiegel an liposomalem 
Wirkstoff gemessen werden konnten (Reshetov et al. 2013, Xie et al. 2015). 
Die Versuche am Langmuir-Trog unterstützen die These, dass eine Phospholipidmembran 
einen geeigneten Träger für mTHPC darstellt. Der Wirkstoff ließ sich sehr gut in den Monolayer 
einbauen, wodurch sich seine Eigenschaften auf einer wässrigen Subphase veränderten. Die 
Eigenschaften des mTHPC-Phospholipid-Systems waren dabei von dessen 
Zusammensetzung abhängig. In den folgenden Versuchen konnte gezeigt werden, dass 
mTHPC im Vergleich zu weniger lipophilen Wirkstoffen langsamer aus Liposomen an den 
Monolayer transferiert wird, was voraussichtlich auf die verlangsamte Wirkstofffreisetzung in 
die wässrige Subphase zurückzuführen ist. Dass dies dennoch deutlich schneller geschah als 
bei Cholesterol bestätigt die Vermutung, dass sich ein Teil des Wirkstoffes nahe der 
Vesikeloberfläche lokalisiert. 
Wie eingangs erwähnt, existiert keine Universalformulierung, die für jeden Wirkstoff ein 
adäquates Pharmakokinetikprofil liefert. Vielmehr sollte in einem ersten Schritt das 
gewünschte Profil definiert werden und anschließend die Formulierung entsprechend der 
Zielstellung entwickelt werden. Während bei hydrophilen Wirkstoffen der Fokus „lediglich“ auf 
der gewünschten Membranstabilität und der Löslichkeit des APIs liegt, konnte in dieser Arbeit 
gezeigt werden, dass sich bei lipophilen APIs zusätzlich die Aufgabe stellt, den Bilayer so zu 
gestalten, dass er in der Lage ist, den Wirkstoff aufzunehmen und kontrolliert – den 




In den vergangenen Jahren hat sich eine Reihe an liposomalen Produkten auf dem 
pharmazeutischen Markt etabliert. Eine Vielzahl an Publikationen, die sich mit der Herstellung, 
physikochemischen Charakterisierung sowie dem in vitro- und in vivo-Verhalten beschäftigen 
oder neue Strategien des Wirkstofftransports und der –freisetzung beschreiben, leisteten seit 
den 60er Jahren einen großen Beitrag zur Entwicklung dieses Wirkstoffträgersystems. Obwohl 
die Vorteile – z.B. hohe Biokompatibilität, Beeinflussung des Membranverhaltens, 
gewebespezifische Therapiemöglichkeit oder gerichtete Freisetzungsmechanismen – bekannt 
sind, bleiben andere Fragen, die für das Verständnis notwendig sind, heute noch 
unbeantwortet. Die hohe Komplexität der Systeme erfordert in der Regel eine individuelle 
Formulierungsgestaltung und kann die industriellen Entwickler aufgrund von hohen Kosten 
und Zeitaufwänden zurückschrecken.  
In den präsentierten Studien wurde mit der AF4 eine Methode etabliert, die zum 
systematischen Screening des in vitro-Verhaltens von unterschiedlichen mTHPC-
Liposomenformulierungen in humanem Plasma verwendet wurde. Diese Methode ist im 
Vergleich zu anderen etablierten Verfahren einfach in der Handhabung und erzielt eine 
schnelle und saubere Auftrennung des kolloidalen Gemisches. Durch die simultane 
Bestimmung der Lipid- und Wirkstoffverteilung mithilfe von Radioaktivitätsmarkern konnten 
Mechanismen der Wirkstofffreisetzung und des Vesikelabbaus durch Plasmaproteine 
untersucht werden und in Abhängigkeit von der Formulierungszusammensetzung beschrieben 
und quantifiziert werden. Die gewonnenen Erkenntnisse wurden anhand eines Modells 
analysiert und durch begleitende Messungen an der Filmwaage unterlegt. 
„So eine Arbeit wird eigentlich nie fertig, man muß sie für fertig erklären, wenn man nach Zeit 
und Umständen das möglichste getan hat.“ 
(Johann Wolfgang von Goethe) 
Die beschriebenen Studien können in verschiedenen Bereichen ergänzt werden. Die 
Untersuchungen an der Filmwaage bilden nur einen Ansatz, wie man anhand eines 
Monolayers das Verhalten einer Liposomenmembran darstellen kann. Interessant wäre in 
diesem Fall beispielsweise, welchen Einfluss Cholesterol oder die Verwendung PEGylierter 
Lipide auf das Packungsverhalten der Lipide – und im Speziellen einer Lipid-Wirkstoff-
Mischung – hat. In diesem Zusammenhang wäre es denkbar, das Verhalten weiterer 
Wirkstoffe in einem Monolayer zu untersuchen, um Aussagen über deren Einfluss auf eine 
Lipidmembran treffen zu können. Durch Verwendung eines Mikroskops (z.B. ein Brewster-
Winkel-Mikroskop), das auf die Oberfläche gerichtet ist, könnten ebenfalls zusätzliche 
Informationen generiert werden. Ein interessanter Ansatz wäre auch, den Wirkstofftransfer aus 
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dem Monolayer auf einen lipophilen Akzeptor in der hydrophilen Phase (z.B. unbeladene 
Liposomen) zu untersuchen. 
Im Rahmen der Inkubationsversuche wäre es sinnvoll, den Einfluss der Temperatur auf das 
Transferverhalten zu untersuchen. Dies ist besonders für die Formulierungen interessant, die 
ihren Phasenübergang in der Nähe von 37 °C besitzen. Ein anderer Parameter, der einen 
Einfluss auf das in vivo-Verhalten hat, ist die Ladung der Oberfläche. Für diesen Fall wäre eine 
Modifikation der AF4 notwendig, damit die Vesikel nicht an die üblicherweise negativ geladene 
Membran absorbieren. Eine Modifikation der Methode kann auch in Hinblick auf Verkürzung 
der Laufzeit und Verringerung der Cross-Flow Bedingungen interessant sein. In diesem Fall 
würde es zu einer geringeren Verdünnung der Probe kommen, sodass die Chance, auch 
hydrophilere Substanzen zu detektieren, erhöht werden würde. Ein letzter Punkt, der 




Die moderne Arzneimittelentwicklung ist in der Lage, eine Vielzahl hochpotenter Wirkstoffe zu 
entwickeln. Ein großer Teil dieser Substanzen weist jedoch schlechte biopharmazeutische 
Eigenschaften auf, die eine erfolgreiche Therapie erschweren oder gar verhindern. 
Beispielsweise besitzen ca. 40 % der zugelassenen Wirkstoffe und 90 % der chemischen 
Entwicklungskandidaten eine schlechte bis sehr schlechte Löslichkeit in wässrigen Medien. 
Die Verwendung von Arzneistoffträgersystemen stellt eine Möglichkeit dar, dieses Problem zu 
umgehen. Dabei kann der Wirkstoff in verkapselter Form vorliegen, in den Träger eingebaut 
werden oder an Bestandteile des Systems adsorbieren.  
Liposomen sind ein bereits in der Praxis etablierter Ansatz, der in verschiedenen 
Marktprodukten Anwendung findet. Diese kugelförmigen Vesikel bestehen aus einem oder 
mehreren Bilayern aus Phospholipiden, die jeweils eine wässrige innere Phase umschließen. 
In dieser kann ein hydrophiler Wirkstoff gelöst und vor dem äußeren Milieu (z.B. 
Plasmaproteine) geschützt transportiert werden. Durch Ausnutzen eines passiven Targetings 
über den sogenannten EPR-Effektes ist es auf diesem Weg beispielsweise möglich, den 
Wirkstoff im Tumorgewebe zu akkumulieren und dadurch die Dosis und Nebenwirkungen im 
Vergleich zu einer konventionellen Therapie (z.B. Tablette oder Lösung) zu verringern. 
Lipophile und amphiphile Wirkstoffe können direkt in den Bilayer der Vesikel eingebaut 
werden. Im Gegensatz zu der hydrophilen Phase steht dieser jedoch nach der Injektion in 
stetigem Kontakt mit Membranen oder Blutbestandteilen. Da diese Strukturen ebenfalls über 
lipophile Bindungsstellen verfügen, können Bestandteile der Liposomenmembran, darunter 
auch der Wirkstoff, ausgetauscht und auf diese Weise freigesetzt werden.  
Die vorliegende Arbeit beschäftigt sich mit diesen Transfererscheinungen, indem sie die 
Freisetzung eines lipophilen Wirkstoffes aus der Liposomenmembran untersucht. Im ersten 
Teil liegt der Fokus auf der zeitabhängigen in vitro-Interaktion mit humanen Plasmaproteinen. 
Hierfür wurde an der AF4 eine Methode entwickelt, die eine bei 37 °C inkubierte Liposomen-
Plasma-Mischung innerhalb von 90 Minuten in die für den Transfer relevanten Fraktionen – 
Albumin, HDL, LDL und Vesikel – fraktioniert. Die Messung der Wirkstofffreisetzung erfolgte 
über eine radioaktive Markierung. Zeitgleich wurde die Stabilität der Vesikel untersucht, in dem 
die zeitabhängige Verteilung eines entsprechenden radioaktiven, lipophilen Markers 
gemessen wurde. Zur Anwendung kamen hierfür Cholesterololeylether (COE) und 
unterschiedliche DPPC-Label. Ersterer ist metabolisch stabil und tauscht nach Angaben in der 
Literatur nur sehr langsam aus. Die durchgeführten Untersuchungen in humanem Plasma 
zeigten jedoch, dass COE Substrat des Cholesterolester-Transferproteins (CETP) ist. Die 
Kinetik dieses Transfers wurde durch die Zusammensetzung der Membran gesteuert. Fluide 
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Membranen beschleunigten den Austausch, wohingegen eine Retardierung bei einer 
zunehmenden Steifigkeit oder einer sterischen Oberflächenmodifikation beobachtet werden 
konnte. Die Verwendung des CETP-Inhibitors Torcetrapib konnte den aktiven Transfer mit 
Ausnahme einer DOPC-DOPG-Membran auf ein Minimum reduzieren. DPPC dagegen ist ein 
Substrat des Phospholipidtransferproteins (PLTP) und unterliegt einer Hydrolyse. Diese 
Faktoren schränken die Anwendbarkeit dieses Labels für solche Untersuchungen ein. Die 
Stabilität der Liposomen war abhängig von der Lipidzusammensetzung. Mit steigender 
Rigidität, durch den Einbau von Cholesterol oder durch PEGylierung der Oberfläche konnte 
sie erhöht werden.  
Die Wirkstofffreisetzung der lipophilen Modellsubstanz Temoporfin (mTHPC) war ebenfalls 
abhängig von der Lipidzusammensetzung. Rigide Membranen sind schlechter in der Lage, 
dieses Molekül einzubauen, weswegen für diese Formulierungen eine schnellere Freisetzung 
beobachtet werden konnte. Selbiges konnte beobachtet werden, wenn die Oberfläche 
PEGyliert oder Cholesterol in den Bilayer eingebaut wurde. DMPC/DMPG-Liposomen 
erwiesen sich ebenfalls als besonders schnell freisetzend. In diesem Fall trug eine geringe 
Plasmastabilität der Vesikel dazu bei, dass größere Anteile des Wirkstoffes an die Lipoproteine 
gebunden wurden. Eine Verringerung der Wirkstoffbeladung führte zur Retardierung der 
Wirkstofffreisetzung. Diese Effekte wurden in einem mathematischen Modell beschrieben.  
Im zweiten Teil wurde an der Langmuir-Filmwaage eine weitere Methode angewandt, mit der 
der Transfer des Wirkstoffes an eine Modellmembran – einem POPC-Monolayer – untersucht 
werden sollte. Dabei konnte festgestellt werden, dass mTHPC innerhalb weniger Minuten 
zwischen den Membranen austauscht. Selbiges Phänomen konnte noch schneller für weitere, 
weniger lipophile Wirkstoffe beobachtet werden. Liposomale Formulierungen dieser Wirkstoffe 
wurden ebenfalls an der AF4 auf ihr Verhalten in humanem Plasma untersucht. Hier wurde 
festgestellt, dass große Teile der APIs während der Auftrennung durch den Cross-Flow 
ausgespült wurden. Die Beobachtungen legen die Vermutung nahe, dass die Substanzen 
unter Sink-Bedingungen schnell aus den Bilayern freigesetzt werden können. Im Gegensatz 
dazu wurden für den Transfer von Cholesterol Halbwertszeiten über einer Stunde gemessen.  
Zusätzlich wurde diese Methode dazu verwendet, Isothermen gemischter mTHPC-
Phospholipidmonolayer zu untersuchen. Es konnte beobachtet werden, dass der Einbau des 
Wirkstoffes die Eigenschaften der Lipidschicht dahingehend verändert, dass die Lipidketten 




In recent years modern drug discovery techniques have given rise to a variety of highly potent 
drugs. However, many of these active ingredients suffer from poor biopharmaceutical 
properties, which impede or even prevent successful treatment. For instance, about 40% of 
the approved drugs and 90% of candidates in drug development show a poor to very poor 
solubility in aqueous media. Use of a drug delivery system provides a possibility to circumvent 
this problem. In drug delivery systems, the active ingredient may be present in an encapsulated 
form, incorporated into a carrier or adsorbed to various components of the system. 
Liposomes are an established approach which form the basis of various marketed products 
already in practical use. Liposomes are spherical vesicles which consist of one or more 
phospholipid bilayers, each enclosing an internal aqueous phase in which a hydrophilic drug 
can be dissolved and transported protected against the external environment (e.g. plasma 
proteins). By utilizing a passive targeting via the so-called EPR effect, it is possible to 
accumulate the active ingredient for example in the tumor tissue and thereby reduce the drug 
dose and side effects in comparison to conventional therapy (e.g. tablet or solution). Lipophilic 
and amphiphilic active compounds can be directly incorporated into the vesicle bilayer. Unlike 
the hydrophilic phase, membrane bound drugs are constant contact with membranes or blood 
components after injection. Since these structures also have lipophilic binding sites, 
components of the liposome membrane, including the active ingredient, can be exchanged 
and released in this way. 
The present work deals with these transfer phenomena, as it examined the release of a 
lipophilic drug from the liposome membrane. In the first part, the focus was on the time-
dependent in vitro-interaction with human plasma proteins. Therefore, a method was 
developed employing Asymmetrical Flow Field-Flow Fractionation (AF4) technology to 
fractionize the liposome-plasma mixture, within 90 minutes, into the relevant transfer fractions 
- albumin, HDL, LDL and vesicles, after incubation at 37°C for various time points. The drug 
release was measured using a radioactive label. At the same time the stability of the vesicles 
was examined by measuring the time-dependent distribution of a corresponding radioactive 
lipophilic marker. For this, cholesteryl oleyl ether (COE) and different DPPC-labels were 
applied. The former is metabolically stable and exchanges, according to the literature, only 
very slowly. However, the investigations carried out in human plasma showed that COE is 
substrate of cholesteryl ester transfer protein (CETP). The kinetics of this transfer were 
dependent on the composition of the liposome membrane. Fluid membranes accelerated the 
exchange, whereas a retardation was observed for an increased rigidity or a steric surface 
modification. The use of the CETP-inhibitor torcetrapib was able to reduce the active transfer 
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to a minimum, except for DOPC/DOPG liposomes. DPPC is a substrate of 
Phospholipidtransferproteins (PLTP) and tends to hydrolysis. These factors limit the 
applicability of this label for such kind of investigations. The stability of the liposomes was 
dependent on the lipid composition. It was increased with increasing rigidity, by the 
incorporation of cholesterol or by PEGylation of the surface. 
Release of the lipophilic model drug temoporfin (mTHPC) was also dependent on the 
composition of liposomes. Rigid membranes were able to incorporate less amounts of this 
molecule and a faster release was observed for these formulations. The same could be seen 
when the surface was PEGylated or when cholesterol was incorporated in the bilayer. DMPC 
/DMPG liposomes showed a particularly fast release. In this case, large proportions of the 
mTHPC were bound to lipoproteins due to an additional low plasma stability. A reduced drug 
loading resulted in the retardation of drug release. All these effects were described in a 
mathematical model. 
In the second part, Langmuir film-balance was applied as an additional method to measure the 
transfer of a lipophilic drug to a model membrane. Here, this model membrane was formed by 
a phospholipid monolayer (POPC). It could be observed that liposomal mTHPC exchanged 
within minutes between the membranes. The same phenomenon was observed even faster 
for other, less lipophilic active ingredients. Liposomal formulations of these drugs were also 
examined using AF4 to study their behavior in human plasma. Here, it was found that large 
parts of the drugs were washed out by the cross-flow during the separation. The observations 
suggest that these substances may be released quickly from the bilayers under sink 
conditions. In contrast, half times of more than one hour were measured for the transfer of 
cholesterol from liposomal membrane to the monolayer. 
In addition, Langmuir-film-balance was applied to investigate isotherms of mixed mTHPC-
phospholipid monolayers. It was observed that the incorporation of the drug changed the 
properties of the lipid monolayer. Probably, phospholipid molecules could get less compressed 
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